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As interações entre proteínas desempenham papéis biológicos importantes nas células, como 
no caso da biossíntese do peptideoglicano (PG), maior componente da parede celular bacteriana 
e responsável por definir a morfologia e proteger a célula do estresse causado pela alta pressão 
osmótica intracelular presente tanto em bactérias Gram-negativas como Gram-positivas. A 
síntese do PG é um processo dinâmico e altamente complexo, consistente de muitos passos de 
síntese que são orquestrados por diferentes enzimas localizadas em diferentes espaços na célula. 
As ligases Mur (MurC a MurF) são as proteínas responsáveis por catalisar a síntese dos 
precursores de PG no citoplasma juntamente com as proteínas MurG e MraY, as quais também 
estão relacionadas com a síntese dos precursores do PG na membrana, lipídeo I e lipídeo II, 
respectivamente. Esse grupo de proteínas são essenciais para a sobrevivência da bactéria e são 
encontradas somente em células de organismos procariota, deste modo, tornando-se alvos 
potenciais para o desenvolvimento de novos antibióticos. No presente trabalho foi realizada a 
expressão e purificação de MraY de Streptococcus pneumoniae, proteína integral de membrana, 
e foi analisada a sua possível interação com a enzima MurF. Existem muitas evidências sobre 
a formação de complexos entre essas proteínas, no entanto este trabalho descreve de forma 
inédita a interação direta entre as ligases Mur de Streptococcus pneumoniae, as quais formam 
um mega-complexo em solução. Também observamos que a interação entre essas proteínas está 
fortemente relacionada com a presença dos seus estados oligoméricos. Outro achado inédito é 
a habilidade de MurG de se auto associar em diferentes espécies, dependendo da concentração 
de detergente em solução, representando um processo dinâmico, importante para a montagem 
do mega-complexo entre as ligases Mur, uma vez que a interação entre essas proteínas também 
foi observada neste estudo. Assim, a formação do mega-complexo pode ser explorada como 
um mecanismo regulatório espacial e temporal da síntese do peptideoglicano. 
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Protein interactions play important biological roles for cells, as in the case of the biosynthesis 
of peptidoglycan (PG), the major component of the bacterial cell wall. The PG is involved in 
the determination of cell morphology and protection against osmotic stress, both in Gram-
negative and Gram-positive bacteria. The synthesis of PG is a dynamic and highly complex 
process, which requires many steps mediated by different enzymes located in different 
compartments of the cell. The Mur (MurC to MurF) ligases are responsible for the catalysis of 
the synthesis of PG precursors in the cytoplasm, together with the MurG and MraY proteins, 
which are related to the synthesis of lipid I and lipid II respectively. These proteins are essential 
for bacterial survival and are found only in prokaryotic organisms, and are thus potential targets 
for the development of new antibiotics. Here we present the expression and purification of 
MraY from Streptococcus pneumoniae, an integral membrane protein, as well as its analysis of 
the interaction with MurF. There is vast evidence regarding the formation of complexes 
between these proteins; however, this work describes, for the first time, the direct interaction 
between the Mur ligases of Streptococcus pneumoniae, which form a mega-complex in 
solution. We also observed that the interaction between these proteins is strongly related to the 
presence of their oligomeric forms. Interestingly, we have found that S. pneumoniae MurG is 
able to self-associate and form different oligomeric species in solution. This fact represents a 
dynamic process, important for the assembly of a mega-complex within the cytoplasm, and 
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Este projeto de doutorado foi desenvolvido no Grupo de Patogênese Bacteriana em 
duas localidades, Laboratório Nacional de Biociências (LNBio) – Campinas, Brasil e Institut 
de Biologie Structurale (IBS) – Grenoble, França, sob supervisão da Dra. Andréa Dessen. 
Diversas técnicas foram empregadas para o desenvolvimento dessa tese que 
englobam estudos desde a biologia molecular até a bioquímica, biofísica e biologia estrutural 
de proteínas de membrana e proteínas solúveis. Os ensaios de biologia molecular foram 
realizados com o auxílio do Dr. Daniel Maragno Trindade. As plataformas disponíveis em 
ambos os centros de pesquisa foram extensivamente utilizadas para a caracterização das 
proteínas desse estudo. Além disso, os experimentos de biologia estrutural foram realizados no 
Laboratório Nacional de Luz Síncrotron (LNLS) – Campinas, Brasil e o European Synchrotron 
Radiation Facility (ESRF) – Grenoble, França sob supervisão do Dr. Carlos Contreras-Martel. 
As análises espectroscópicas foram realizadas no Laboratório de Espectroscopia e Calorimetria 
no LNBio e as análises de espectrometria de massas foram realizadas em colaboração com o 
grupo de Espectrometria de Massas do LNBio sob supervisão da Dra. Adriana Paes Lemes. As 
análises de SEC-MALS foram realizadas no laboratório de espectroscopia do EMBL de 
Grenoble com o auxílio da Dra. Caroline Mas. Os substratos das enzimas utilizadas nessa tese 
para a cristalografia foram gentilmente cedidos por nossa colaboradora Dra. Martina Hrast - 
University of Ljubljana.  
Nesta tese primeiramente é descrito uma introdução geral sobre a parede celular 
bacteriana e o peptideoglicano, o qual é considerado o principal componente estrutural celular. 
Também é descrita a síntese do peptideoglicano detalhadamente em três estágios através das 
enzimas Mur no citoplasma e posteriormente pela formação do lipídeo I e Lipídeo II na 
membrana citoplasmática pelas enzimas MraY e MurG, respectivamente. Posteriormente, são 
descritos os trabalhos referentes a dois projetos diferentes que foram realizados durante este 
doutorado, mas que estão intimamente relacionados. O primeiro projeto está relacionado com 
a proteína integral de membrana MraY. A segunda parte desta tese está envolvida com a 
caracterização individual das enzimas Mur, assim como a rede de interações que são formadas 





Durante este doutorado também foi publicado um artigo de revisão na revista 
Antibiotics intitulado “Structural Insights into Protein-Protein Interactions Involved in Bacterial 
Cell Wall Biogenesis” e um segundo artigo intitulado “MurG is an oligomeric scaffold for the 
cytoplasmic steps of peptidoglycan biosynthesis in Bordetella pertussis” que está nas etapas 
finais para sua submissão, em ambos os artigos tenho a co-autoria. Também tenho a 
participação no artigo da Dra. Ioulia Nikolaidis intitulado “Lipid II transport and Mur ligase 
binding by RodA from Streptococcus pneumoniae” que está na fase final para ser submetido. 
Além disso, um quarto artigo de minha autoria está em fase de preparação para a publicação, o 





















1.1 A parede celular bacteriana 
 
As bactérias têm diferentes formatos celulares que podem variar desde esferas 
(cocos) e bastonetes (bacilo) até as formas mais variadas tais como, curvaturas e hélices. 
Também podem produzir uma variedade de apêndices, como pilus e flagelo. Além disso, muitas 
bactérias podem alterar sua morfologia no momento da colonização do hospedeiro e 
provavelmente existe uma pressão seletiva para os diferentes formatos celulares uma vez que 
isso pode ser considerado um mecanismo de virulência (Yang et al., 2016). 
A parede celular bacteriana é uma estrutura elástica que define a morfologia da 
bactéria e a protege do estresse causado pela alta pressão osmótica intracelular impedindo sua 
lise. A síntese da parede celular é um processo complexo que é coordenado cuidadosamente 
através de enzimas que permitem sua remodelação para o crescimento e divisão celular. Além 
disso sua integridade é crítica para a viabilidade celular. Em ambos grupos de bactérias, Gram-
negativas e Gram-positivas, o principal elemento que compõe a parede celular é o 
peptideoglicano (PG). Pelo fato deste elemento essencial ser uma estrutura comum à maioria 
das bactérias o PG torna-se um alvo atrativo para o desenvolvimento de agentes 
antimicrobianos de amplo espectro (Rogers et al., 1980; Park, 1996; Nanninga, 1998; Mengin-
Lecreulx & Lemaitre, 2005; Scheffers e Pinho, 2005; Vollmer, et al., 2008; Bugg et al., 2011; 
Braun, 2015). 
Em bactérias Gram-negativas, o PG se encontra no periplasma entre as membranas 
externa e interna. Muitas linhas de pesquisa sugerem que o PG em bactérias Gram-negativas é 
relativamente fino e provavelmente composto de uma única camada. Por este motivo, a 
membrana externa destas bactérias serve como mecanismo de proteção contra as enzimas líticas 
produzidas pelo hospedeiro ou por outros micro-organismos (Bos et al., 2007; Typas et al., 
2011). Por outro lado, as bactérias Gram-positivas não apresentam a membrana externa e, talvez 
por esse motivo apresentem uma camada múltipla e espessa de PG que está exposta ao ambiente 
externo. Além disso, o PG destas bactérias atua como um sítio de ligação de componentes 







Figura 1.1. Parede celular bacteriana. Composição estrutural da parede celular de bactérias 
Gram-positivas (esquerda) e Gram-negativas (direita). A parede celular de bactérias Gram-
positivas é composta por um peptideoglicano espesso, o qual apresenta várias camadas e está 
exposto ao ambiente externo. Os ácidos teicóicos estão conectados e incorporados ao PG, 
enquanto que os ácidos lipoteicóicos se extendem para a membrana citoplasmática. As bactérias 
Gram-negativas possuem uma camada única e fina de peptideoglicano que está envolto pelas 
membranas internas e externas. A membrana externa possui porinas e lipopolissacarídeos. 
Adaptado de Hajipour et al., (2012) e McGraW-Hill Companies. 
 
 
Geralmente as bactérias empregam uma variedade de estratégias para combater as 
defesas da célula hospedeira. Uma dessas estratégias está relacionada com a morfologia celular, 
na qual as bactérias têm a capacidade de aumentar ou diminuir consideravelmente o tamanho 
da célula com a finalidade de evitar a fagocitose pelos macrófagos e facilitar a ligação na célula 
eucariótica (Bos et al., 2007) 
 
1.2  O peptideoglicano 
 
A principal função do PG é preservar a integridade celular, pois desempenha um 
papel importante na manutenção da morfologia e na resposta ao estresse ambiental, devido a 
diferenças na pressão osmótica. Além disso, qualquer inibição de sua biossíntese ou uma 






O PG também participa do processo de elongação e divisão celular e atua como 
uma âncora para a montagem de outros componentes celulares, tais como proteínas envolvidas 
na adesão e processos infecciosos (Marraffini et al., 2006; Dramsi et al., 2008), e 
polissacarídeos (Neuhaus & Baddiley, 2003).  
 
1.2.1 Estrutura química do peptideoglicano 
 
O PG é um heteropolímero organizado espacialmente por uma malha 
tridimensional, reticulada, constituída por subunidades alternadas e repetidas de N-
acetilglucosamina (GlcNAc) e N-acetilmurâmico (MurNAc) que estão conectadas por ligações 
β1-4. Este, por sua vez, faz ligações com cadeias curtas de cinco peptídeos compostos pelos 
aminoácidos L-alanina na posição 1, ácido D-glutâmico na posição 2, ácido meso-
diaminopimélico ou L-lisina na posição 3 e D-alanina-D-alanina nas posições 4 e 5 (Rogers et 
al., 1980; Park, 1996; Scheffers et al., 2005; Solapure et al., 2005; Vollmer et al., 2008). 
As ligações cruzadas nas cadeias de glicano geralmente ocorrem entre o grupo 
carboxila do aminoácido D-Ala na posição 4 e o grupo amina do ácido diaminopimélico na 
posição 3. Essas ligações podem ser diretas, ou conectadas por pontes de peptídeos (Vollmer et 
al., 2008). 
A principal variação que ocorre no PG é a forma como as ligações cruzadas ocorrem 
na ponte formada pelos interpeptídeos. Existem dois principais grupos: o primeiro grupo tem 
ligações cruzadas entre os peptídeos 3 e 4 de cada cadeia, ou seja, a ligação cruzada estende-se 
do grupo amina da cadeia lateral do resíduo na posição 3 de uma unidade peptídica até o grupo 
carboxila do D-Ala na posição 4. Esse é o tipo mais comum de ligações cruzadas entre as 
cadeias de peptídeos. Além disso, essas conexões entre as cadeias podem ser diretas no caso da 
grande maioria de bactérias Gram-negativas (Fig 1.2) ou através de uma ponte interpeptídica 
no caso de bactérias Gram-positivas (Vollmer et al., 2008). O Segundo grupo é caracterizado 
pelas ligações 2-4 que são encontradas somente em corineobactérias, na qual a ponte 
interpeptideos estende-se entre o grupo alfa carboxila do D-Glu na posição 2 de uma das 







1.2.2 Estrutura tridimensional do peptideoglicano 
 
O grupo D-lactil da unidade monomérica do MurNAc é substituído por um 
pentapeptídeo. O último resíduo de D-Alanina da cauda do pentapeptídeo é clivado durante as 
reações de cross-linking que ocorrem no periplasma e, portanto não está presente na 
conformação final do peptideoglicano (Braun and Wolff, 1970). A formação de pontes cruzadas 
ocorre na maioria dos casos entre o grupo carboxila do D-Ala na posição 4 e o grupo amina do 




Figura 1.2. Estrutura do peptideoglicano de Escherichia coli. As cadeias de glicano consistem 
em resíduos alternados de GlcNAC e MurNAc conectados por uma ligação β- (1,4). A estrutura 
na porção hachurada representa a subunidade tetrapeptídica (monômero do PG), o qual está 
abreviado de forma convencional do lado esquerdo do painel. A parte do meio mostra os 
peptídeos que se conectam por ligações cruzadas com o grupo amina conectando a policauda 
de peptídeos (aminoácidos escritos em vermelho). Adaptado de Stenbak et al., (2004) e Vollmer 






Interessantemente a arquitetura do PG e a composição química do pentapeptídeo 
apresentam amplas variações entre as diferentes espécies de bactérias (Schleifer and Kandler, 
1972, Vollmer et al., 2008). Essas variações também podem ser ditadas pelo crescimento 
bacteriano na presença de antibióticos (Vollmer et al., 2008).  
Nas últimas décadas muitos esforços foram feitos para desvendar a arquitetura 
tridimensional do peptidoglicano através de técnicas de alta resolução. No entanto, as principais 
dificuldades encontrada para a determinação estrutural do PG incluem a íntrinseca 
heterogeneidade estrutural, bem como sua flexibilidade e a dinâmica para a formação do maior 
componente da parede celular. Por outro lado, as cadeias de glicano e os peptídeos são pequenos 
demais para serem visualizados por microscopia eletrônica convencional. Mesmo com todas 
essas dificuldades muitas informações físicas já são conhecidas, como a quantidade aproximada 
e a largura do peptidoglicano. O peptideoglicano de bactérias Gram-positivas constituí 
aproximadamente 95% da parede celular, enquanto que em bactérias Gram-negativas, o PG 
ocupa somente 5 a 10% da parede celular (Egan e Vollmer, 2013). Essas informações são 




1.3 Síntese do peptideoglicano 
 
A síntese do PG requer três etapas principais para sua formação: citoplasmática, 
membranária e periplasmática (Matteï et al., 2010). Ainda no citoplasma, o precursor do PG, 
UDP-Nacetilmuramoil (MurNAc)-pentapeptídeo (ácido L-Ala-γ-D-Glu-diaminopimélico / L-
Lys-D-Ala-D-Ala) é sintetizado através de reações em cascata desempenhadas pelas enzimas 
Mur (MurA a MurF) atuando como catalisadores para as seguintes reações de síntese 
(Barreateau et al., 2008). Em seguida, o pentapeptídeo formado pelas enzimas Mur é ligado à 
membrana através do carreador lipídico undecaprenil-fosfato (C55-P ou bactoprenol) para a 
formação do lipídio I através da proteína integral de membrana MraY (Chung et al., 2013) e, 
consequentemente levando a formação do lipídeo II pela glicosiltransferase MurG (van 
Heijenoort, 2001; Bouhss et al., 2004). Posteriormente, o lipídeo II é enviado para o periplasma, 
onde ocorrerá a polimerização entre as cadeias de glicano e os peptídeos através das “Penicilin-
Binding Proteins” (PBPs) (Fig 1.3) (Vollmer et al., 2008; Macheboeuf et al., 2006; Matteï et 






Figura 1.3. Via de biossíntese do peptideoglicano. A figura representa a síntese do 
peptideoglicano com ênfase nas diferentes enzimas envolvidas nesse processo biológico. O 
primeiro passo inicia-se no citoplasma através de uma molécula de uridina difosfato (UDP) 
ligada à molécula de N-acetilmurâmico. Nessa etapa as enzimas Mur são as responsáveis pela 
inserção de aminoácidos que formarão o pentapeptídeo. O segundo passo de biossíntese do 
peptideoglicano ocorre na membrana plasmática, e nessa fase a proteína MraY é a responsável 
pela formação do lipídeo I e posteriormente, MurG é responsável pela formação do lipídeo II. 
Finalmente, ocorre a síntese do peptideoglicano no periplasma pela ação das PBPs (Penicillin-
Binding Proteins) através de reações de polimerização e transpeptidação (Adaptado de 
Laddomada et al., 2016). 
 
O surgimento crescente de bactérias patogênicas multidroga resistentes, tais como 





(VRSA) estabeleceu um grave problema de saúde pública e, consequentemente, exigiu o 
desenvolvimento de novos compostos terapêuticos e a identificação e exploração de novos 
alvos moleculares (Mravljak et al., 2011; Mayrink Assis et al., 2017).  As enzimas que 
participam da via de síntese da parede celular e formação do peptideoglicano são essenciais 
para a viabilidade celular e são encontradas somente em eubactérias constituindo um conjunto 
de possíveis alvos potenciais para o desenvolvimento de novos antibióticos (Scheffers e Pinho, 
2005; Bugg et al., 2011; Braun, 2015). Por estas razões, a identificação e caracterização 
macromolecular de outros alvos antimicrobianos é essencial para o desenvolvimento de 
inibidores da biossíntese do peptideoglicano. 
 
 
1.3.1 Síntese de precursores do peptideoglicano no citoplasma pelas enzimas Mur 
 
 
A síntese dos precursores do peptideoglicano (PG) se inicia no citoplasma através 
de um conjunto de enzimas chamadas de ligases Mur. As enzimas Mur desempenham um papel 
fundamental na formação da parede celular, pois são essenciais para a síntese dos lipídeos I e 
II, unidades de formação do peptideoglicano. São responsáveis por catalisar a reação de adição 
de grupos de aminoácidos ou peptídeos na molécula de açúcar UDP-MurNAC através de uma 
reação catalítica que depende de ATP e de cátions divalentes de magnésio/manganês 
produzindo simultaneamente ADP e fosfato inorgânico (Pi) a partir do ATP (El Zoeiby et al., 
2003; Smith, 2006; Barreteau et al., 2008). As ligases Mur possuem sequências altamente 
conservadas entre as espécies bacterianas e não há homólogos em células de eucariotos. Estas 
enzimas são essenciais para a manutenção da integridade celular e para a resistência contra a 
variação de pressão osmótica (Kouidmi et al., 2014). A deleção dos genes que codificam essas 
proteínas é letal para a sobrevivência de bactérias mostrando que são importantes alvos para o 
desenvolvimento de novas moléculas capazes de inibir a síntese do PG (Ruane et al., 2013). 
Além disso, as estruturas de todas as enzimas Mur são bem conhecidas, assim como o 
mecanismo de ação (Gordon et al., 2001; Mol et al., 2003; Šink et al., 2016).  
Primeiramente, a molécula UDP-GluNAc é sintetizada através da via de biossíntese 
das hexosaminas a partir de glicose, glucosamina e uridina (Moraes et al., 2015) e uma série de 





Posteriormente, a enzima MurA catalisa a reação que envolve a adição de fosfo-enolpiruvato 
(PEP) no carbono 3 do anel de glucosamina, produzindo o enolpiruvato-UDP-N-
acetilglucosamina e a liberação de fosfato. Em seguida a enzima MurB catalisa uma reação de 
redução, na qual a porção piruvil é reduzida a um grupo lactil através de NADPH produzindo 
o ácido UDP-N-acetilmurâmico (UDPMurNAc). Uma cauda polipeptídica é formada pela 
adição de aminoácidos através das enzimas MurC (Ligase UDP-N-acetilmuramoil; L-alanina); 
MurD (Ligase UDP-N-acetilmuramoil-L-alanina; D-glutamase); MurE (Ligase UDP-N-
acetilmuramoil-L-alanina; D-glutamase; meso-diaminopimélico/ L-lisina). Neste caso pode 
ocorrer a ligação de diferentes aminoácidos dependendo do grupo de bactérias; por exemplo, 
em bactérias Gram-negativas a enzima MurE irá adicionar à cadeia polipeptídica o ácido meso-
diaminopimélico, porém no caso de bactérias Gram-positivas o aminoácido L-lisina é 
adicionado, embora existam espécies de bactérias que possam incorporar outros tipos de 
aminoácidos, tais como L-ornitina ou serina (McGroty et al., 2013).  Enfim, a ligase MurF 
adiciona o grupo D-alanil-D-alanina (Fig. 1.4) (Neuhaus e Struve, 1965; Anderson et al., 1965, 
Mengin-Lecreulx e van Heijenoort, 1994, Mengin-Lecreulx et al., 1996, Halouska et al., 2014).  
 
Figura 1.4. Etapas de biossíntese do peptideoglicano no citoplasma. A síntese do PG é 
iniciada por um grupo de enzimas localizadas no citoplasma bacteriano. Depois que a molécula 
UDP-MurNAc é formada pelas enzimas MurA e MurB, as enzimas MurC-MurF com o auxílio 
das enzimas Arl e Ddl adicionam aminoácidos gerando uma cauda polipeptídica conhecida 





Para as reações de catalisação das enzimas Mur, o produto do passo anterior torna-
se o substrato para a próxima enzima com exceção de MurC (Fig. 1.4). As enzimas apresentam 
diferentes modos de ligar o substrato, pois este está em constante mudança durante a síntese do 
PG. A cauda de polipeptídeo cresce a cada passo da adição de um aminoácido pelas enzimas 
Mur e para que a reação seja catalisada é necessário que o C-terminal da enzima esteja em 
contato com moléculas de ATP para que ocorra a sua ativação (Bouhss et al., 2002, Barreteau 
et al., 2008).  
O pentapeptídeo produzido pelas enzimas Mur é utilizado no periplasma pelas 
Penicillin Binding-Proteins (PBP) que catalisam reações de glicosiltransferase e 
transpeptidação (Matteï et al., 2010), especificamente entre o grupo amina dos resíduos de 
mDAP/L-lisina adicionado pela enzima MurE no citoplasma. A inserção do terceiro 
aminoácido na cauda de polipeptídeo crescente na fase citoplasmática é um importante evento 
na via de biossíntese do PG. Além disso, foi demonstrado que a super-expressão do gene murE 
de Staphylococcus aureus (Gram Positiva) em Escherichia coli (Gram Negativa) é letal para a 
bactéria, pois o terceiro substrato adicionado na cadeia de polipeptídeo deve ser específico para 
os dois diferentes grupos de bactérias (Ruane et al., 2013).  
 
1.3.1.1 Estrutura cristalográfica das enzimas Mur 
 
As enzimas Mur são compostas por três domínios estruturais. O domínio N-
terminal é responsável por ligar o substrato UDPMurNAc, o domínio central é responsável pela 
ligação do ATP e o domínio C-terminal provavelmente está associado com a ligação do 
aminoácido que se ligará em sequência para formar o produto que será substrato para a próxima 





Figura 1.5. Estrutura cristalográfica geral das enzimas Mur. No geral as enzimas Mur 
apresentam três domínios. O N-terminal da proteína encontra-se no domínio 1 (vermelho). O 
sítio catalítico da enzima está no domínio 2 (azul), o qual é responsável pela ligação do ATP e 
moléculas de Mg2+, bem como a ligação do substrato. O C-terminal da enzima está no domínio 
3. MurE S. aureus (código PDB: 4C12). 
 
Todos os domínios das enzimas Mur são compostos por hélices α e folhas β (Fig 
3), no entanto, o número de componentes estruturais pode variar entre estas proteínas (Smith, 
2006). Por exemplo, em MurE de S. aureus o domínio 1 é composto por quatro hélices α 
flanqueadas por 1 folha β de cinco cadeias, assim como em MurC e MurD de E. coli, no entanto 
MurF de E. coli apresenta somente três hélices α. O domínio 2 é o maior de todos, composto 
por oito hélices α flanqueadas por duas folhas β paralelas em forma de barril aberto (Ruane et 
al., 2013), esse mesmo número de componentes é observado para MurF de E. coli, mas difere 
para MurE de E. coli que apresenta somente sete hélices α. O domínio 3 apresenta uma folha β 
paralela flanqueada por quatro hélices α seguida por folhas β antiparalelas circundadas por duas 






Figura 1.6. Topologia dos domínios da enzima MurE de S. aureus. As quatro enzimas Mur 
no sentido geral, apresentam três domínios estruturais composto por folhas β e hélices α com 
algumas diferenças no número de componentes estruturais e formas de ligação do substrato. 
(A) Domínio N-terminal ou Domínio 1, responsável pela ligação do substrato. (B) Domínio 
Central ou Domínio 2, onde se encontra o sítio catalítico da enzima, sendo o domínio com a 
sequência aminoacídica mais conservada entre todas as enzimas Mur. (C) Domínio C-terminal 
ou Domínio 3, onde encontra-se o produto formado por cada enzima. Código PDB: 4c12. 
 
O alinhamento estrutural das sequências de aminoácidos mostra que o domínio 
central é o mais conservado, enquanto que os domínios N- e C-terminal podem variar 
consideravelmente devido à constante mudança de conformação para permitir a ligação do 






Figura 1.7. Alinhamento estrutural das enzimas Mur de diferentes espécies bacterianas. 
MurE de E. coli (1E8C), MurF de T. maritima (3ZL8), MurC de H. influenzae (1GQY), MurD 
de E. coli (5A5E). As caixas em vermelho representam os aminoácidos presentes em todas as 
enzimas Mur. As caixas em azul mostram aminoácidos idênticos em pelo menos três das quatro 
enzimas. O domínio N-terminal de MurC e MurD apresenta um loop rico em glicina 
responsável por reconhecer o precursor do substrato (caixa roxa). O domínio central é o maior 
dos três domínios e também o que apresenta maior homologia entre as enzimas. Este domínio 
é marcado pela presença do P-loop, responsável pela ligação do ATP e ativação da enzima 
(caixa pontilhada em vermelho) que tem uma sequência consenso conservada para todas as 
quatro enzimas, GXXGKT/S, no qual os XX são os aminoácidos que variam entre elas. Os 
aminoácidos conservados no domínio C-terminal também estão envolvidos na ligação do ATP 





1.3.1.2 Domínio N-terminal (Domínio 1) 
 
Em todas as ligases Mur o domínio N-terminal tem o maior grau de diversidade 
estrutural e de sequência entre os três domínios. Esse domínio é responsável por ligar o 
precursor crescente do peptideoglicano (Smith, 2006; Mol et al., 2003). 
O N-terminal de MurC de H. influenzae contém um dobramento comum do tipo 
Rossmann, essa topologia conservada também está presente em MurD (Fig 1.8a). Além disso, 
MurC e MurD compartilham uma estrutura idêntica no domínio 1 e ambas contêm uma porção 
invariante GxGxxG considerada a impressão digital de domínios que ligam dinucleotídeos (Fig. 
1.7) (Bouhss et al., 1997). Embora MurE e MurF também tenham o dobramento α/β (Fig. 1.8b) 
para o domínio N-terminal nenhum equivalente da porção rica em glicina é encontrado no N-
terminal dessas proteínas. 
 
Figura 1.8. Alinhamento estrutural do Domínio 1 das enzimas Mur de diferentes espécies. 
(A) Superimposição do domínio 1 de MurC (vermelho) de H. influenza e MurD (Laranja) de 
E. coli. (B) Superimposição do domínio 1 de MurE de S. aureus (verde) e MurF de S. 
pneumoniae (azul). * Loop importante para a ligação do substrato. A ligase MurC diferente das 








1.3.1.3 Domínio Central (Domínio 2) 
 
O domínio central é o que tem níveis mais altos de homologia e semelhança 
estrutural, com identidades de sequência que variam de 22% a 26%, isto deve-se a que as quatro 
enzimas usam esse domínio para ligar o ATP que é o substrato comum às quatro ligases.  
Em MurC e MurD o substrato não faz nenhuma interação com o domínio central 
(Fig.1.9) (Mol et al., 2003). Por outro lado, MurE e MurF ligam a porção que contém o UDP 
através de um loop entre a fita β2 e a hélice α2 estendendo-se através do domínio C-terminal 
(Fig. 1.10) (Yan et al., 2000, Gordon, 2001, Smith, 2006; Basavannacharya et al., 2010; Ruane 
et al., 2013; Kouidmi et al., 2014). 
 
Figura 1.9. Ligação do substrato por MurC e MurD. O anel de uracila está entre dois loops 
hidrofóbicos, Loop β2-α2 que contém aminoácidos importantes para a ligação do substrato 
como o aspartato 49 (D49), Isoleucina 50 (I50) e Loop β4-α4 com os aminoácidos Isoleucina 
87 (I87) e Serina 85 (S85). Os dois loops formam um bolso para a uridina. O resíduo Histidina 
70 (H70) faz parte do loop responsável por ancorar o anel de uracila através de uma ponte de 
hidrogênio. O loop β1-α1 é rico em resíduos de glicina e faz o contato com o grupo fosfato do 
UDP. O Aspartato 49 (D49) forma pontes de hidrogênio com o grupo hidroxila da ribose. Uma 
porção do ácido murâmico não faz interações com a proteína, porém a cadeia lateral estende-se 






Figura 1.10. Ligação do substrato por MurE e MurF. Diferentemente de MurC e MurD no 
qual o substrato não faz contato com o domínio central, em MurE e MurF um loop no domínio 
1 (vermelho) acomoda-se ao longo do grupo uridina e através de pontes de hidrogênio interage 
com a porção di-fosfato. Os resíduos de aminoácidos presentes no domínio central Aspartato 
406 (D406), Arginina 383 (R383) e Glutamato 460 (E460) (nomenclatura para MurE de S. 
aureus; código PDB: 4c12) são os responsáveis pelo sítio de ligação do produto de MurE (UDP-
MurNAc-tripeptídeo). Os resíduos Histidina 209 (H209) e Glutamato 177 (E177) são 
conservados em todas as enzimas Mur, e são importantes para a ligação do produto e interação 
com o íon magnésio, respectivamente. 
 
Em todas as quatro Mur a interação com ATP ocorre tanto no domínio central 
quando no domínio C-terminal. O ATP é ligado a um loop com uma sequência bem conservada 
rico em resíduos de glicina, chamado de P-loop que contém a sequência consenso GXXGKT/S. 
A estrutura 3D de MurC de H. influenza em complexo com AMP-PNP mostra que o anel de 
adenina do AMP-PNP se insere dentro de um bolso superficial entre o P-loop e um resíduo de 
histidina His 291 altamente conservado formando pontes de hidrogênio envolvendo também o 





O domínio C-terminal fornece contatos adicionais para o AMP-PNP, os quais 
auxiliam na orientação e posição do aminoácido que será ligado na cadeia de polipeptídeo 
crescente (Mol et al., 2003; Smith, 2006) (Fig. 1.11). Os resíduos que promovem essas 
interações são bem conservados nas quatro enzimas Mur (Smith, 2006).  
 
Figura 1.11. Sítio de ligação do ATP. Para as quatro enzimas Mur o sítio de ligação do ATP 
está entre o domínio 2 e domínio 3. No entanto, no domínio 2 é onde ocorre as reações mais 
importantes para a ativação da enzima. Primeiramente a porção trifosfato é estabilizada com o 
P-loop através de pontes de hidrogênio. Em seguida, o anel do AMP-PNP se insere em um 
bolso superficial entre o P-loop e o resíduo Histidina 291 (H291) e assim forma-se pontes de 
hidrogênio que interagem estritamente com o resíduo de Asparagina 295 (N295). Para a ligação 
do ATP e ativação da enzima é requerida a direta interação de íons Mg2+/ Mn2+ no domínio 2. 
Todas as enzimas apresentam um resíduo conservado de Glutamato (E173) que está adjacente 








1.3.1.4 Domínio C-terminal (Domínio 3) 
 
O domínio C-terminal também possui um dobramento de tipo Rossmann embora 
não tenha a impressão digital GxGXXG (Fig. 1.12) (Bertrand et al., 1997; Kouidmi et al., 2014). 
Os domínios periféricos têm sequências que variam mais entre as espécies, pois estão em 
constante mudanças na orientação para a ligação dos outros substratos. 
 
Figura 1.12. Alinhamento estrutural do Domínio 3 das enzimas Mur de diferentes 
espécies. (A) Superimposição do domínio 3 de MurC (verde) e MurD (amarelo) de E. coli. (B) 
Superimposição do domínio 3 de MurE de S. aureus (verde escuro) e MurF de S. pneumoniae 
(verde claro). 
 
Está bem estabelecido que o produto de cada enzima se liga no domínio C-terminal, 
embora a exata posição do sítio de ligação não esteja ainda definida nas estruturas 
cristalográficas de nenhuma das ligases. Apesar disso, a estrutura de MurC em complexo com 
o produto (UDP-MurNAc-L-Alanina) mostra o resíduo de alanina posicionado entre dois 
resíduos de arginina (Arg 377 e Arg 380) do domínio C-terminal formando pontes de 







Figura 1.13. MurC em complexo com seu produto UDP-N-Acetilmuramoil-L-Alanina 
(UMA). O produto de MurC encontra-se entre os resíduos de Arginina R380 e R377 que são 
altamente conservados em todas as enzimas Mur. Código PDB: 1p3d. 
 
 
1.3.1.5 Mecanismo catalítico das enzimas Mur 
 
As enzimas Mur utilizam a energia da ligação do fosfato para catalisar a reação que 
liga os aminoácidos na cauda do polipeptídeo crescente. O mecanismo de ação consiste na 
ativação do grupo carboxila do substrato nucleotídico através de ATP e consequentemente há 
a formação do intermediário acil-fosfato e liberação de ADP. O grupo acil sofre um ataque 
nucleofílico no grupamento amina do peptídeo produzindo o intermediário tetraédrico, no qual 
é quebrado em amina e Pi. A reação necessita de dois cátions de Mg2+ ou Mn2+ (Bouhss et al., 
2002, Barreteau et al., 2008), um deles é alocado entre o ADP e o substrato nucleotídico 
enquanto o outro íon permanece no grupo fosfato do ATP, deste modo forma-se uma ponte 
negativamente carregada facilitando a ligação e fosforilação do substrato nucleotídico que se 











Figura 1.14. As enzimas Mur têm um mecanismo enzimático similar que envolve a ativação 
do carboxilato livre pela transferência do grupo fosforil do ATP formando um intermediário 
acil-fosfato seguido pela formação de uma nova ligação amina e a produção de um subsequente 
peptídeo (Adaptado de Kouidmi et al., 2014). 
 
 
1.3.1.6 Mudanças conformacionais das enzimas Mur  
 
As reações individuais são idênticas para as enzimas Mur, embora para cada uma 
delas uma nova ligação aminoacídica seja formada através da ativação de ATP para produzir a 
cauda polipeptídica ligada ao UDPMurNAc. O produto formado por uma enzima torna-se o 
substrato para a enzima seguinte. Deste modo, o substrato que está em constante crescimento 
impõe certas restrições no posicionamento dos diferentes domínios de cada enzima. No entanto, 
as enzimas MurC e MurD orientam diferentemente seus respectivos substratos para se ligarem 
nos domínios e em seguida, MurE e MurF alternam para um domínio de ligação com um 
substrato diferente. Estas adaptações permitem a essas enzimas permanecerem com um sítio 
ativo altamente similar entre elas (Bertrand et al., 2000; Yan et al., 2000; Gordon, 2001; Mol et 
al., 2003; Perdih et al., 2007). 
A molécula de ATP provavelmente é a primeira a ser ligada na enzima e isto induz 





estado mais fechado e, deste modo ocorre a ativação da enzima (Fig. 1.15). Quando a molécula 
de ATP e o substrato estão corretamente posicionados ocorre uma rotação do domínio C-
terminal e a molécula torna-se ativa e mais compacta (Perdih et al., 2007). No caso de MurE e 
MurF a rotação do domínio C-terminal é mais pronunciada devido ao substrato ser mais 
alongado (Mol et al.,2003; Longenecker et al., 2005). Por outro lado, existem dados publicados 
da enzima MurD de E. coli, os quais mostram que a enzima pode se apresentar em 
conformações intermediárias do estado aberto e fechado mesmo na ausência do substrato (Šink 
et al., 2016). 
 
Figura 1.15. Mudanças de conformação das enzimas Mur. (A) MurD “apo” na conformação 
aberta (Código PDB: 4buc). (B) MurD com seu substrato na conformação fechada (Código 
PDB: 2jfg). Os domínios N- e C-terminal se aproximam para que ocorra a ativação da enzima. 
 
 
1.3.1.7 Desenvolvimento de inibidores das enzimas Mur  
 
O fato de que as enzimas Mur possuem sequências de aminoácidos conservadas no 
sítio ativo para a ligação do substrato e compartilham o mesmo mecanismo de ação as tornam 
importantes alvos para o desenvolvimento de novas moléculas que sejam capazes de atingir 
eficientemente diferentes Mur ao mesmo tempo. Para isto, muitas estratégias podem ser 





loop que é o responsável pela ligação do ATP e não tem nenhuma similaridade com o clássico 
loop de ligação de ATP em humanos; assim como utilizar algum composto que mantenha a 
enzima na conformação inativa (aberta) incapacitando deste modo a proteína de capturar o 
substrato, evitando a formação da policauda de peptídeos (El Zoeiby et al., 2003; Hameed et 
al., 2014; Kouidmi et al., 2014). 
No entanto, é necessário produzir moléculas que sejam capazes de ultrapassar a 
membrana plasmática, para conseguir interromper a atividade dessas enzimas. Por outro lado, 
diversos dados na literatura relatam as interações das enzimas Mur com outras proteínas no 
citoplasma da célula (White et al., 2010; Gaballah et al., 2011; Favini et al., 2013; Munshi et 
al., 2013) e, portanto, uma melhor compreensão do mecanismo de ação das enzimas Mur in 
vivo e a interação proteína-proteína na biossíntese da parede celular é de grande importância 
para o desenvolvimento de novos inibidores dessas enzimas (Kouidmi et al., 2014). 
 
1.4 Síntese de precursores do peptideoglicano na membrana citoplasmática por MraY  
 
1.4.1 Estrutura e função de MraY 
 
O primeiro passo na síntese de peptidoglicano associado à membrana é a 
transferência da porção fosfoMurNAc-pentapeptídeo para o C55-P, produzindo C55-PPMurNAc 
pentapeptídeo (lipídeo I), em uma reação reversível e dependente de Mg+ catalisada pela enzima 
MraY (Fig. 1.16) (Struve e Neuhaus 1965; Bouhss et al., 2004). Uma vez que esta reação 
consiste na translocação de uma fração precursora do peptidoglicano do citoplasma para a 
membrana, a enzima recebeu o nome de MraY "translocase" (Heydanek et al., 1970, Bouhss et 
al., 2004, Chung et al., 2013). Embora a reação catalisada por MraY seja reversível, na bactéria 
esta reação ocorre em cascata acoplada à glicosiltransferase MurG, gerando o lipídeo II.  
MraY é uma proteína integral de membrana essencial para o crescimento 
bacteriano. Mutações de inativação de mraY em Escherichia coli e Streptococcus pneumoniae 
resultaram em um fenótipo letal para as bactérias, demonstrando assim a função essencial dessa 
enzima para a viabilidade celular (Boyle e Donachie, 1998). Consequentemente, MraY 





membro da superfamília de transferases poliprenil-fosfato N-acetilhexosamina 1-fosfatase 
(PNPT) que sintetiza monossacarídeos ligados à poliprenil na parede celular de bactérias. MraY 
é a única proteína desta família que já foi purificada e cristalizada (Lovering et al., 2012; Chung 
et al., 2016). Além disto, é alvo de diferentes classes de inibidores naturais com atividade 
antibacteriana, tais como a capuramicina e a tunicamicina (Heydanek et al., 1970; Mravljak et 
al., 2011; Chung et al., 2013; Hakulinen et al., 2017) e é acessível a partir do espaço 
periplasmático. Todas estas características intrínsecas à MraY explicam o interesse por esse 
alvo através de recentes identificações de inibidores naturais para essa enzima (Bouhss et al., 




Figura 1.16. Esquema da translocação do MurNAc-pentapeptídeo mediado por MraY. A 
estrutura marrom representa MurNAc e os cinco losangos anexados representam o 
pentapeptídeo. MraY é mostrada em verde e os fosfatos são representados por círculos 
vermelhos (Chung et al., 2013 com modificações).  
 
MraY de A. aeolicus foi cristalizada como um dímero na unidade assimétrica (Fig. 
1.17a) (Chung et al., 2013). No centro do dímero é formado um túnel oval (Fig. 1.17b), 





Figura 1.17. Estrutura cristalográfica da proteína MraY na membrana. (A) Dímero de 
MraY na membrana citoplasmática. Tanto o N- quanto o C- terminal são acessíveis a partir do 
lado periplasmático. (B) Vista de cima que mostra o túnel hidrofóbico entre os monômeros de 
MraY que é suficientemente grande para acomodar lipídeos. Figura adaptada de Chung et al. 
(2013) 
 
Cada monômero de MraY é composto por dez hélices transmembranárias, uma 
hélice interfacial, um β hairpin periplasmático, uma hélice periplasmática e cinco loops 
citoplasmáticos. Tanto o N- quanto o C- terminal da estrutura estão localizados no periplasma 













Figura 1.18. Esquema ilustrativo da estrutura cristalográfica de MraY (Aquifex aeolicus). 
Na imagem é mostrado o monômero da proteína com as dez hélices transmembranarias, cinco 
loops citoplasmáticos e um β hairpin periplasmático. O loop 5 apresenta resíduos conservados 





A região da estrutura que contém os resíduos mais conservados é uma fenda que 
está localizada no lado citoplasmático da membrana. Estudos mutacionais em MraY de Bacillus 
subtilis mostraram a existência de alguns aminoácidos polares que são essenciais para a 
atividade da enzima. Chung et al., (2013) e Hakulinen et al., (2017) observaram que a maioria 
destes resíduos está localizado na mesma fenda onde foram encontrados os aminoácidos 
conservados em B. subitilis, sugerindo que esta região serve como sítio ativo da enzima.  
Através do mapeamento mutacional foram identificados vários aminoácidos 
importantes para a atividade catalítica da enzima: Asp117, Asp118 e Asp265, os quais são 
conservados entre a família PNPT (Lloyd et al., 2004; Chung et al, 2013; Hakulinen et al., 
2017), e His324 e His325, que são invariáveis (Fig. 1.19).  
 A partir da mutação individual de todos os aminoácidos invariáveis foi observado 
através do ensaio de translocação do pentapeptídeo fosfo-MurNAc catalisado por MraY para 
formar o lipídeo I que a modificação dos ácidos aspárticos e do His324 ocasionaram a completa 
perda da atividade enzimática. A mutação pontual do His325 não ocasionou a perda de 
atividade de MraY. Deste modo, acredita-se que pelo menos estes quatro aminoácidos presentes 
no sítio ativo da enzima sejam importantes para a reação de catalisação do lipídio I (Chung et 
al., 2013; Chung et al., 2016).  
Foi predito que MraY contém cinco loops citoplasmáticos conservados a partir de 
análises topológicas. A maioria dos loops estão localizados entre as hélices transmembranares. 
O loop mostrado na Figura 1.19 está entre as hélices transmembranares H9 e H10 e através das 
análises de sequências conservadas foi possível observar que este loop apresenta resíduos de 
sequências conservadas entre a superfamília PNPT, os quais são responsáveis pelo 
reconhecimento de açúcares. Deste modo, este loop que está no possível sítio catalítico de MraY 






Figura 1.19. Representação das hélices transmembranares de MraY. Em azul são 
mostrados os resíduos conservados Asp117, Asp118, Asp265 e His324 fundamentais para a 
atividade catalítica da enzima. Em vermelho é mostrado o loop citoplasmático que apresenta 
uma sequência conservada na superfamília PNPT responsável pelo reconhecimento de 
açúcares. 
 
Posteriormente, MraY de Clostridium bolteae (cbMraY), bactéria Gram-positiva, 
foi cristalizada com a molécula de tunicamicina, inibidor natural da proteína. cbMraY apresenta 
34% de identidade com MraY de Aquifex aeolicus. Também foi cristalizada como um dímero 
e apresenta as mesmas características estruturais tais como foram descritas por Chung et al., 
(2013). 
Segundo os estudos realizados por Chung et al., (2013) e Hakulinen et al., (2017) 
existe uma forte conservação das sequências entre a família MraY, sugerindo que a geometria 








Figura 1.20.  Alinhamento estrutural de MraY de diferentes espécies de bactérias. MraY de 
Clostridium boltae (CbMraY; código PDB 5JNQ), MraY de Aquifex aeolicus (AaMraY; código PDB 
5CKR e 4J72), MraY de Listeria monocytogenes J2818 (LmMraY), MraY de Pseudomonas 
aeruginosa PA01 (PaMraY), MraY de Streptococcus pneumoniae R6 (SpMraY) e MraY de 
Thermotoga maritima (TmMraY). Para LmMraY, SpMraY, TmMraY e PaMraY foi realizado um 
alinhamento estrutural hipotético, pois não apresentam estrutura cristalográfica até o momento. As 
sequências em vermelho apresentam 100% de homologia entre as espécies bacterianas. As sequências 





A molécula de tunicamicina foi encontrada na ampla cavidade citoplasmática (Fig. 
1.21a) interagindo com as cadeias laterais dos resíduos F173, G176, N221, F228, N172, D175, 
D178, D231, H290 e H291 (Fig. 1.21b e 1.21c). Através de estudos mutacionais, estes resíduos 
foram deletados levando à baixa atividade de MraY.  
 
Figura 1.21. Ilustração da estrutura cristalográfica de MraY de Clostridium bolteae. (A) 
Visão geral do dímero de cbMraY na membrana celular. (B) Representação da superfície de 
cbMraY mostrando a molécula de tunicamicina (verde) dentro da cavidade citoplasmática em 
contato com os resíduos que fazem parte do sítio ativo da enzima (vermelho). (C) Imagem 
ampliada do sítio ativo mostrando todos os resíduos da cavidade citoplasmática importantes 
para a atividade catalítica de cbMraY. O resíduo de ácido aspártico (D93) pode ser o 
responsável pela desprotonação de um dos hidróxidos de C55-P para formar o lipídeo I. (D) 







Para a melhor compreensão de como ocorre a ligação do substrato por MraY foram 
realizados ensaios de modelagem computacional (docking). Os açúcares UDP-GlcNAc e UDP-
MurNAc L-Ala foram introduzidos no sítio ativo de CbMraY, o qual apresenta resíduos 
altamente conservados no reconhecimento de açúcares. Foi observado que as porções de uracil 
e ribose do UDP-GlcNAc se ligaram de uma maneira similar à tunicamicina (antibiótico 
homólogo dos nucleosídeos) que também foi encontrada próximo ao sítio catalítico da enzima 
(Hakulinen et al., 2017). 
 
Um dos objetivos principais desta tese, em seu início em 2013, era a cristalização e 
a resolução da estrutura de MraY. Porém, seis meses após seu início, foi publicada uma 
estrutura cristalográfica de MraY de uma bactéria Gram-negativa, Aquifex aeolicus (Chung et 
al., 2013). Em consequência, os objetivos originais da tese foram modificados, e as proteínas 
Mur, descritas nos próximos capítulos, foram incluídas nos estudos, já que são parceiras de 
MraY. Porém, os esforços visando a expressão e purificação de MraY foram continuados, já 
que tínhamos o objetivo de compreender a formação de complexos entre MraY e enzimas Mur. 
 
 
1.5 Síntese de precursores do peptideoglicano na membrana citoplasmática por MurG  
 
A proteína MurG pertence à superfamília das glicosiltransferases. Esta enzima é 
essencial para a sobrevivência das bactérias e está envolvida na última etapa da síntese do 
peptideoglicano no citoplasma e membrana da célula (Hu et al., 2003). Sua função é catalisar a 
transferência do UDP-N-acetilglucosamina (UDP-GlcNAc) para o lipídeo I, produzindo o 






Figura 1.25. A proteína MurG está anexada a membrana plasmática e é responsável por 
catalisar a reação para a formação do lipídeo II.  Depois que a enzima MraY catalisa a reação 
de formação do lipídeo I, MurG adiciona a molécula GLcNAc ao lipídeo I e, consequentemente, 
ocorre a liberação de UDP.  
 
 
Diversas análises bioquímicas sugerem que o mecanismo de ação de MurG está 
relacionado com a desprotonação do grupo hidroxila do carbono 4 do MurNAc-pentapeptídeo 
(Lipídio I) produzindo um oxiânion que ataca o carbono 1 do substrato GlcNAc para formar 
um estado transitório, posteriormente o UDP é liberado produzindo o Lipídeo II. Também se 
sugere que a porção UDP-GlcNAc é a primeira a se ligar em MurG e posteriormente o Lipídeo 
I (Kim et al., 1988, Takayama et al., 1999, Bouhss et al., 2008).  
As proteínas MurG de E. coli e P. aeruginosa foram cristalizadas na conformação 
nativa “apo” e com o ligante UDP-GlcNAc. A enzima contém dois domínios principais, 
domínio N-terminal e domínio C-terminal, separados por uma fenda hidrofóbica (Hu et al., 
2003, Brown et al., 2013).  
A estrutura contém folhas β e hélices α com um dobramento do tipo Rossman, assim 
como o domínio N-terminal das enzimas MurC e MurD (Rosén et al., 2004). O domínio N-
terminal é composto por sete fitas β paralelas e seis hélices α. O domínio C-terminal possui seis 
fitas β paralelas e oito hélices α incluindo uma hélice bipartida que conecta o domínio N-






Figura 1.26. Estrutura cristalográfica de MurG de E.coli. (A) MurG apresenta dois 
domínios (N- e C-terminal) do tipo β/α. O C-terminal inclui uma hélice bipartida que conecta 
o domínio N-terminal à primeira fita β do C-terminal. (Código PDB:1f0k) (B) Superfície da 
proteína MurG mostrando a interação do UDP-GlcNAc com os G loops na fenda entre os dois 
domínios (Código PDB: 1nlm). 
 
Através do alinhamento de sequências de MurG de diferentes espécies foi possível 
identificar a presença de regiões aminoacídicas altamente conservadas localizadas entre os dois 
domínios (Hu et al., 2003). Esses resíduos incluem três loops ricos em glicina, chamados de G 
loop 1, G loop 2 e G loop 3, além de outros aminoácidos que estão envolvidos na ligação do 
substrato e atividade catalítica (Fig. 1.27). Análises estruturais sugerem que o domínio N-
terminal é o responsável por acomodar o lipídeo I, embora não exista nenhuma estrutura 3D de 






Figura 1.27. Alinhamento das sequências de aminoácidos da proteína MurG de diferentes 
espécies de bactérias. Os aminoácidos que apresentam identidade de 100% (sequência 
consenso) nas diferentes bactérias estão marcados em vermelho. Os G loops, que se encontram 
próximos a fenda que se forma entre os domínios N- e C-terminal estão marcados com 
pontilhados pretos. É possível observar que o G loop 2 é que o apresenta a menor homologia 
entre as bactérias. Os aminoácidos envolvidos na ligação do UDP são identificados com (*).  
 
Como mostrado na estrutura de MurG, a molécula de UDP-GlcNAc interage com 
o domínio C-terminal através de uma região rica em resíduos de prolina e glicina localizada na 
fenda entre os dois domínios (Fig. 1.28). Os domínios N- e C-terminal são estruturalmente 
similares na presença ou ausência do substrato, embora após a ligação do UDP-MurNAc, MurG 
adota uma conformação mais fechada (Hu et al., 2003).  Essa mudança na conformação pode 





mas o G loop 1 e G loop 2 parecem desempenhar um papel importante na ligação do segundo 
substrato. 
A proteína MurG está localizada no citoplasma, no entanto análises estruturais 
mostram que esta enzima está associada à membrana interna (Mengin-Lecreulx et al., 1991, 
Crouvoisier et al., 1999). Além disso, outros estudos realizados com essa proteína mostraram a 
necessidade do uso de detergentes para a solubilização de MurG sugerindo sua alta 
hidrofobicidade (Bupp e van Heijenoort, 1993). Por outro lado, a estrutura de MurG revela a 
presença de uma porção hidrofóbica composta pelos resíduos I75, L79, F82, W85 e W116 no 
domínio N-terminal, flanqueado por resíduos de aminoácidos básicos K72, K140, K69, R80, 
R86 e R89 (Ha et al., 2000) sugerindo sua associação com a membrana devido à presença de 
interações hidrofóbicas e eletrostáticas com a membrana, a qual é negativamente carregada. 
Outra evidência da associação de MurG à membrana é mostrada através de estudos enzimáticos 
que provam que MurG de E. coli aumenta sua atividade na presença de vesículas de lipídeos 
(van den Brink-van der Laan et al., 2003).  
 
 
Figura 1.28. Estrutura 3D de MurG. (A) O domínio N-terminal de MurG apresenta dois G 
loops e o domínio C-terminal apresenta o G loop 3. Esses loops são ricos em glicina e são 
responsáveis pela ligação do UDP-GlcNAc para que ocorra a ativação da enzima e 
consequentemente a formação do lipídeo II. (B) Vista ampliada do domínio N-terminal 
mostrando os resíduos que provavelmente fazem interação com a membrana plasmática. Os 








1.6 Síntese do peptideoglicano no periplasma: incorporação e polimerização do PG 
 
O lipídeo II é translocado através da membrana citoplasmática através das proteínas 
integrais de membrane que pertencem à família SEDS (do inglês shape, elongation, division 
and sporulation), tais como RodA e FtsW (van Dam et al., 2007); posteriormente o 
peptideoglicano é incorporado dentro de uma camada crescente através da formação de pontes 
glicosídicas entre unidades de dissacarídeos e peptídeos de cadeias curtas, além disso ocorre a 
clivagem do lipídeo carreador pelas transpeptidases, endopeptidases e  Penicillin-Binding 
Proteins (PBPs), sendo estas últimas os principais alvos de antibióticos de uso clínico (Sauvage 
et al., 2008). Cada bactéria apresenta diversas PBPs, as quais podem ser classificadas em dois 
grupos principais: Classe A que inclui enzimas com função de transpeptidases e 




1.7 Interações proteína-proteína na biossíntese do peptideoglicano  
 
As interações entre proteínas desempenham papéis biológicos importantes em 
células, como na biossíntese do PG em bactérias Gram-negativas e Gram-positivas, na qual 
diversas proteínas localizadas em diferentes regiões da célula formam uma rede de interações 
para formar o PG. Essas interações proteína-proteína podem se comportar de maneiras 
diferentes e são classificadas em dois grupos diferentes: interações permanentes, nas quais as 
ligações são fortes e estáveis; e interações transientes, que podem ser subdivididas em dois 
grupos adicionais, aqueles com ligações fortes e os que apresentam ligações fracas e instáveis 
(Perkins et al, 2010). 
A biossíntese do PG é um processo rápido e dinâmico, e as interações proteína-
proteína geralmente são transientes, para assegurar a rápida síntese e produção de diversos 
substratos assim como os precursores necessários para a sobrevivência e funções celulares.  
A morfogênese das bactérias que apresentam a forma de bastonete está ligada a 
duas fases distintas da biossíntese do PG: A primeira fase é de alongamento da parede celular, 
que ocorre ao longo do eixo longitudinal da célula; a segunda fase é a divisão celular que ocorre 
quando o comprimento bacteriano específico é alcançado na fase de alongamento e, a partir 





As duas fases de síntese requerem a remodelação contínua do PG, incluindo síntese, 
hidrólise, modificação e sincronização da invaginação de todas as camadas do envelope celular 
para garantir a manutenção da integridade celular durante todo o processo de biossíntese 
(Vollmer e Bertsche, 2008). Quaisquer desequilíbrios dessas atividades de síntese resultam na 
lise bacteriana e morte celular (den Blaauwen et al., 2014). A coordenação entre a morfogênese 
celular e a formação da parede celular pode ser mediada através de dois multi-complexos 
conhecidos como "Elongassoma" e "Divisossoma" (Fig. 1.29). Ambos sistemas incluem um 
conjunto de proteínas presentes no citoplasma, na membrana e no periplasma da célula, e 
também incluem o citoesqueleto bacteriano (MreB e FtsZ, Fig. 1.29b) (Matteï et al., 2010).  
 
 
Figura 1.29. Representação esquemática dos processos de elongação e divisão celular de 
uma bactéria com morfologia de bastonete. (A) Complexo do Elongassoma e (B) Complexo 
do Divisossoma, ambos compostos por diversas enzimas que interagem entre si no momento 
da biossíntese da parede celular. As enzimas Mur juntamente com as proteínas MraY e MurG 




Muitas das proteínas que fazem parte desse multi-complexo não serão descritas 
nesta tese, no entanto, como pode ser observado na Figura 1.29, as enzimas que catalisam as 





MraY) e que levam à formação do bloco de construção do PG (Lipídeo I e II) participam de 
ambos os complexos e são o foco deste trabalho. Estas enzimas têm sido caracterizadas por 
mais de uma década, porém existem poucas informações sobre a localização espacial e temporal 
dessas proteínas assim como, a coordenação de suas atividades e o reconhecimento dos 
parceiros enzimáticos potenciais durante o ciclo celular. 
 Existem evidências de que as enzimas Mur podem interagir com outras enzimas 
envolvidas na síntese do peptideoglicano incluindo proteínas responsáveis pela divisão celular, 
porém nenhum dado da literatura mostra a interação direta entre as ligases Mur (Kouidmi et al., 
2014). Os experimentos de duplo híbrido em bactérias indicaram que MurF interage com MraY 
em Caulobacter crescentus. Também, há evidências que as proteínas MurA, MurB, MurC, 
MurD, MurE, MurF, MurG e MraY formam complexos no citoplasma quando a célula 
bacteriana é exposta a compostos que inibem a polimerização de MreB, proteína responsável 
por sintetizar o citoesqueleto da célula bacteriana (White et al., 2010). Além disso, Gaballah et 
al., (2011) mostraram que a enzima MurF de Chlamydia pneumoniae interage com MreB 
fazendo com que a quantidade de polímeros produzidos por essa proteína aumente na célula.  
Estudos biofísicos realizados com as ligases Mur de Thermotoga maritima, 
efetuados pelo nosso grupo de pesquisa, mostraram as interações individuais entre MurD, MurE 
e MurF com as proteínas MurG e MreB, no entanto não foi observado nenhuma interação entre 
as próprias enzimas MurD, MurE e MurF (Favini et al., 2013). Os resultados apresentados por 
Munshi et al., (2013) corroboram os resultados observados pelos outros autores, os quais 
mostram que as ligases Mur de M. tuberculosis não interagem entre elas, no entanto, interagem 
com as proteínas FtsZ, FtsW, FtsQ e Wag31 que estão envolvidas na divisão celular. Assim, 
uma melhor compreensão do modo de ação das enzimas Mur e a interação proteína – proteína 
no contexto biológico da síntese da parede celular bacteriana é de fundamental importância para 














2.1 Objetivos gerais 
 
 
Nossos objetivos iniciais foram clonar, expressar e purificar a proteína integral de 
membrana MraY de diferentes espécies bacterianas. Todos os protocolos de extração e 
solubilização foram otimizados para a obtenção de MraY na forma solúvel.  
Posteriormente, decidimos analisar as possíveis interações entre MraY (proteína 
membranária) com MurF (proteína citoplasmática) e MurG (proteína associada à membrana) 
com a finalidade de detectar a formação de multi-complexos importantes para a síntese dos 
precursores do peptideoglicano.  
 
2.2 Objetivos específicos 
 
 Clonagem dos genes mraY, murF e murG de Thermotoga maritima. Para estas análises 
decidimos trabalhar com os genes de T. maritima, pois estes genes fazem parte do 
mesmo operon nessa bactéria e deste modo, foi possível realizar a clonagem em um 
único vetor.  
 
 Expressão e purificação das proteínas MurF-MraY-MurG com a finalidade de detectar 










3. MATERIAIS E MÉTODOS 
 
 
3.1 Amostras bacterianas e plasmídeos 
 
O DNA genômico de Listeria monocytogenes (DSM 20600), Pseudomonas aeruginosa (PA01), 
Shigella flexneri (DSM 4782), Streptococcus pneumoniae (R6) e Thermotoga maritima (DSM 
3109) foi utilizado para a amplificação do gene que codifica a proteína MraY. Os fragmentos 
gênicos amplificados foram clonados no vetor pLIM-14 (KanR) (Fig. 3.1) que contém a 
sequência que codifica a proteína Mistic, a qual contribui para a solubilização da proteína-alvo. 
Os mesmos fragmentos gênicos foram clonados no vetor pMAL (AmpR) que contém a 
sequência codificadora da proteína MBP (Maltose Binding-Protein), a qual auxilia na 
solubilização de proteínas de membrana e possui um peptídeo sinal para exportá-las ao 
periplasma.  
 
3.2 Clonagem do gene mraY 
 
A clonagem foi realizada usando primers específicos para amplificar a região gênica que 
codifica a proteína MraY das diferentes cepas bacterianas utilizadas. Os fragmentos 
amplificados foram clonados usando sítios de restrição das enzimas BamHI/HindIII. Após a 
amplificação dos fragmentos gênicos foi realizada a digestão enzimática dos insertos e vetores 
com as enzimas de restrição BamHI e HindIII a 37 °C durante 3h. Os produtos digeridos foram 
purificados usando o kit NucleoSpin® PCR Clean-up (Macherey-Nagel), de acordo com as 
instruções do fabricante. Uma vez que os insertos e os plasmídeos foram digeridos, foi realizada 
a reação de ligação usando T4 DNA Ligase na razão molar de 4:1 (inserto-vetor). Os produtos 
de ligação foram transformados em E. coli NEB5α. Todas as informações sobre as construções 
estão descritas na Tabela 3.3. 
 
 
Figura 3.1. Esquema ilustrativo da construção de mraY no vetor pLIM-14. Foram clonados 
os genes que codificam para MraY de L. monocytogenes, P. aeruginosa, S. pneumoniae, S. 





 3.3 Transformação bacteriana 
 
O DNA plasmidial foi incubado com células quimio-competentes de E. coli NEB5α durante 30 
minutos em gelo. Após este passo as amostras foram submetidas a choque térmico a 42 °C 
durante 40 segundos e as células foram incubadas em gelo novamente durante 2 minutos. 
Posteriormente, foi adicionado meio SOC e as células foram incubadas a 37 °C sob agitação 
(200 rpm) durante 1 hora. Subsequentemente as células foram centrifugadas a 4.000 rpm a 4 °C 
durante 10 minutos, o sobrenadante foi descartado e as células foram semeadas em placas de 
LB ágar acrescida de kanamicina (50 µg/ml) e incubadas a 37 °C durante 16 horas. 




3.4 Testes de expressão de MraY 
 
Foram realizados testes iniciais de expressão da proteína Mistic-MraY usando as cepas de E. 
coli: C41 (DE3), C43 (DE3), BL21(DE3) pLysS, BL21 (DE3), BL21-CodonPlus-RIL e BL21 
Star. Os testes foram realizados em meio Terrific Broth (TB), Lysogeny Broth (LB) e meio de 
auto-indução com kanamicina (50 µg/ml). No momento em que a cultura bacteriana atingiu 
densidade óptica 600 nm = 1,0 foi realizada a indução com 0,5 mM e 1 mM de IPTG. Foram 
testadas três diferentes temperaturas de indução: 18 °C e 20 °C (16 horas) e 37 °C (3 horas) sob 
agitação de 200 rpm. Posteriormente, a cultura bacteriana foi centrifugada a 6.000 rpm a 4 °C 
durante 30 minutos, o sobrenadante descartado e as células usadas para a extração das proteínas 
totais de membrana. 
 
 
3.5 Western blotting 
 
As amostras de proteínas foram aplicadas em gel de poliacrilamida 15% em condições 
desnaturantes (SDS-PAGE) e transferidas para membrana de nitrocelulose usando tampão 
contendo 25 mM Tris-HCl pH 7,6, 190 mM glicina, 0,1 % de SDS e 20 % de metanol, durante 
duas horas a 200V. Posteriormente, foi realizada a etapa de bloqueio com BSA e incubação 
durante 1 hora a temperatura ambiente seguida de lavagem com TBS-T. Depois a membrana 





Penta- kit Conjugado HRP) durante 1 hora a temperatura ambiente. Novamente, a membrana 
foi lavada com TBS-T para remover o excesso de anticorpo e a reação foi revelada usando o 
substrato SIGMA FAST Diaminobenzidina (SIGMA®). 
 
 
3.6 Métodos para expressão de proteínas de membrana 
 
As proteínas de membrana desempenham papéis fundamentais em diversos 
processos celulares, incluindo transporte de moléculas (Dassa e Hofnung, 1985; Dobrovestsky 
et al., 2005), transdução de energia (Schulze et al., 2014), efluxo multidrogas (Abdali et al., 
2017) e exportação de proteínas em sistemas de secreção (Schwarz et al., 2014). A imensa 
variedade de funções chave que essas proteínas desempenham em bactérias as tornam 
potenciais alvos moleculares para o desenvolvimento de antibióticos (von Heijne, 2007). 
Aproximadamente 30% do genoma de organismos procarióticos e eucarióticos é constituído 
por regiões relacionadas com a síntese de proteínas de membrana, embora compreendam uma 
pequena fração de apenas 2% no banco de dados estruturais “Protein Data Bank” (Bruni e 
Kloss, 2013). O maior interesse na caracterização funcional e estrutural de proteínas de 
membrana é devido ao fato que representam mais de 60% dos alvos de drogas atuais (Prince e 
Jia, 2013). Diversas características intrínsecas das proteínas de membrana as mantêm como 
alvos desafiadores para os estudos estruturais, dentre as quais a mais importante é a dificuldade 
em obter quantidades significativas de proteína pura, homogênea e estável durante o processo 
de expressão e purificação (Engel e Gaub, 2008). 
As dificuldades referentes à obtenção de quantidades significativas de proteínas de 
membrana puras devem-se à sua abundância limitada em membranas biológicas naturais e, uma 
vez super-expressas em sistemas heterólogos, muitas vezes geram toxicidade para a célula 
hospedeira, levando a formação de corpos de inclusão (Grisshammer e Tate, 1995; Schlegel et 
al., 2010). Por este motivo é necessária a junção de vários fatores, como por exemplo, o uso de 
diversas cepas de expressão, vetores, tags de purificação que auxiliem na solubilização da 
proteína-alvo e técnicas de crescimento celular otimizadas para permitir a superprodução destas 
proteínas (Seddon et al., 2004; Mus-Veteau et al., 2014). 
A abundância natural de proteínas de membrana frequentemente é muito baixa e 





Geralmente, as proteínas de membrana podem ser expressas em sistema de expressão de E. coli, 
porém devem ser inseridas corretamente na membrana para que possam ser produzidas e 
purificadas (Schlegel et al., 2014).  
Os sistemas de expressão de proteínas de membrana em E. coli têm mostrado 
sucesso na obtenção de quantidades suficientes de amostras para estudos cristalográficos. Além 
da sua facilidade de manipulação genética e geração de clones relativamente rápida. 
Atualmente, existem diferentes cepas de E. coli, tais como C41 (DE3) e C43 (DE3) e BL21- 
Codon Plus-Ril, as quais ajudam a diminuir a toxicidade causada pela superprodução da 
proteína-alvo (Schlegel et al., 2010; Schlegel et al., 2014). Além disso, cada vetor de expressão 
também deve conter um sítio de clivagem por protease para remoção do tag usado para a 
purificação, se for necessário. A protease TEV (do inglês Tobacco Etch Virus) é frequentemente 
empregada nestes casos devido a sua fácil produção no laboratório e alta estabilidade para os 
ensaios de clivagem (Bruni e Kloss, 2013). Além disto, a expressão de proteínas de membrana 
pode ser otimizada pela introdução de tags de fusão como a tioredoxina (Trx), Maltose-Binding 
Protein (MBP) e Mistic (Therien et al., 2002; Ishihara et al., 2005; Roosild et al., 2005; 
Neophytou et al., 2007).   
A proteína Mistic foi descrita pela primeira vez por Roosild e colaboradores 
(Roosild, Greenwald et al., 2005). Mistic é uma proteína de Bacillus subtilis de 13 kDa que é 
altamente hidrofílica, o que poderia aumentar o nível de expressão de proteínas de membrana 
quando usada como tag de fusão na região N-terminal (Kefala, Kwiatkowski et al., 2007; Dvir 
e Choe, 2009; Chowdhury, Feng et al., 2012; Xu, Kong et al., 2013; Broecker et al., 2014). 
Mistic não possui qualquer sequência sinal identificada, que seria reconhecida pelo sistema Sec 
translocon e tem a capacidade de se enovelar de forma autônoma na bicamada lipídica (Roosild 





Mistic tem 110 resíduos que estão arranjados dentro de quatro hélices α que expõem 
inúmeros resíduos polares e carregados (Fig. 3.2), características que são incompatíveis com a 
topologia de transmembrana. No entanto, Mistic associa-se fortemente às membranas in vivo e 
aos sistemas miméticos de membrana in vitro, qualificando-a, operacionalmente, como uma 
proteína integral de membrana. Estudos de RMN confirmaram que essa proteína é incorporada 
dentro de micelas de detergente, a qual depende fortemente de detergentes para sua 
solubilização (Broecker et al., 2014). 
Figura 3.2. Estrutura RMN da proteína Mistic de Bacillus subtilis. Esta proteína apresenta 
somente quatro hélices α, as quais expõem vários resíduos polares e carregados (sticks). 
 
A proteína Mistic tem sido utilizada com sucesso como proteína de fusão para 
expressão de proteínas de membrana de bactérias (Lee et al., 2015) e proteínas de membrana 
humana GPCR em sistema de expressão de E. coli (Marino et al., 2015). Também foi utilizada 
para expressão de proteína humana para a produção de anticorpos policlonais (Alves et al., 
2017). Esta proteína foi utilizada como tag de fusão da proteína MraY neste trabalho, e os 
resultados estão incluídos nas seções seguintes. 
Como uma abordagem alternativa para contornar a toxicidade causada pela 
superprodução de proteínas de membrana, o sistema de expressão livre de células (Cell Free) 
têm a vantagem de controlar condições de expressão sem necessidade de manter a viabilidade 





em alguns casos de expressão de proteínas de organismos procarióticos (Ishihara et al., 2005; 
Klammt et al., 2005; Wuu e Swartz;2008; Schneider et al., 2010; Tosi et al., 2014), embora 
ainda seja um sistema que tenha um custo elevado.  
 
3.6.1 Detergentes para solubilização, purificação e estabilização de proteínas de 
membrana 
 
Por definição, as proteínas integrais de membrana estão envolvidas pelas 
membranas biológicas in vivo. Durante os passos de solubilização e purificação as proteínas 
são removidas da membrana biológica e os lipídeos que as envolvem devem ser substituídos 
por um agente de características similares que as mantenham solúveis; na maioria dos casos, 
esta função é atribuída a detergentes (Wiener, 2004). Os detergentes são essenciais devido à 
sua característica anfipática que solubilizam as membranas enquanto protegem as superfícies 
hidrofóbicas das proteínas (Carpenter, Beis et al., 2008). Os detergentes são importantes desde 
a extração das proteínas da membrana celular até a cristalização, e por este motivo são 
necessárias diversas triagens para a determinação do detergente correto para cada tipo de 
proteína de membrana. A escolha correta do detergente irá impactar diretamente na integridade 
funcional e na estabilidade da amostra, bem como na possibilidade da formação de cristais 
(Ostermeier e Michel, 1997).  
Alguns dos detergentes mais comuns encontrados nos protocolos de purificação e 
cristalização de proteínas de membrana depositadas no banco de dados PDB são n-dodecyl β-
D-maltopyranoside (DDM), n-decyl-β-D-maltopyranoside (DM), n-nonyl-β-D 
glucopyranoside (NG), n-octyl-β-D-glucopyranoside (OG) e n-dodecyl-N,N dimethylamine-N-
oxide (LDAO) (Vergis et al., 2010) (Tabela 3.1).  
A escolha do detergente para um novo protocolo de purificação de proteínas de 
membrana é a etapa crucial do experimento e como não existe um detergente ideal para a 
solubilização de cada proteína de membrana é necessária a triagem com diferentes classes de 
detergentes. Estes podem ser detergentes não-iônicos, como β-OG, DDM e Triton-X100, 
considerados detergentes “suaves” com menor propensão de desnaturar proteínas, bem como 
os detergentes zwitteriônicos e aniônicos como FOS12, LAPAO e Sarcosine que são 





proteína devido à carga que possuem (Prive, 2007). O detergente ideal é aquele que permite a 
recuperação da proteína em forma solúvel, homogênea, estável e funcional (Carpenter, Beis et 
al.,2008).  
 






Todo detergente possui uma concentração micelar crítica (CMC) que pode variar 
de acordo com o solvente. Nas concentrações abaixo da CMC, o detergente se encontra como 
monômero em solução. Nas concentrações iguais a CMC, o detergente se agrega formando 
micelas. E nas concentrações acima da CMC existe um equilíbrio entre os monômeros de 
detergentes e um aumento na concentração de micelas. Na presença de proteínas de membrana, 
os detergentes apresentam três estados de equilíbrio: monômeros de detergente, micelas sem 
proteínas e detergente ligado à proteína (Wiener, 2004; Loll, 2014). O detergente ligado à 
proteína mimetiza o ambiente hidrofóbico das membranas naturais permitindo que as proteínas 
permaneçam solúveis em solução (Fig 3.3) (Møller e le Maire, 1993). 
 
Figura 3.3. As concentrações de detergente determinam a maneira como os detergentes irão se 
organizar em solução. Os monômeros de detergentes são observados quando a concentração de 
detergente está abaixo da CMC, as micelas se formam quando a concentração é igual ou maior 
que a CMC. Quando as proteínas de membrana são adicionadas à uma solução contendo 
detergentes ocorre a organização das micelas ao redor das proteínas. 
 
 
3.6.2 Métodos para a cristalização de proteínas de membrana 
 
Os melhores indicadores para obter cristais de proteína de membrana são 
monodispersidade e termo-estabilidade. Uma amostra monodispersa apresenta na solução uma 
única espécie oligomérica da proteína, como por exemplo, monômero ou dímero. A 





utilizado durante a purificação, bem como o pH, a tag de purificação e a escolha do detergente 
ideal para a solubilização e estabilização da proteína na forma solúvel.  
A termo estabilidade da proteína é caracterizada pela temperatura de 
fusão/desnaturação, que pode ser mensurada através do ensaio de “Thermal Shift”, no qual 
gradientes de temperatura são aplicados sobre a amostra proteica até o momento da sua 
desnaturação, deste modo é possível realizar a escolha do tampão e pH mais adequados para a 
estabilidade da proteína (Fig 3.4). Proteínas que apresentam alta estabilidade podem ser mais 
facilmente purificadas em detergentes mais agressivos que apresentam micelas pequenas e, 
assim possuem maior chance de serem cristalizadas, uma vez que esses detergentes permitem 
a formação de cristais bem ordenados (Mancusso et al., 2011; Prince e Jia, 2013).  
 
Figura 3.4. Esquema ilustrativo do ensaio de termo estabilidade de proteínas. Com o aumento 
da temperatura a proteína passa da conformação nativa através de um processo de desnaturação 
até sua agregação/desenovelamento em altas concentrações. Este ensaio permite analisar as 
melhores condições para manter a proteína solúvel em solução. A fluorescência pode ser 
observada através de sondas fluorescentes (SYPRO-Orange, por exemplo) ou também pela 
fluorescência intrínseca da proteína a 280nm. 
 
O complexo proteína-detergente é a mistura usada na cristalização. No entanto, o 
equilíbrio entre proteína e detergente durante a purificação pode ser crítico para a obtenção dos 
cristais. Ou seja, altas concentrações de detergente podem desnaturar as proteínas ou impedir a 





proteína, no qual é necessário a concentração através de centrifugação. O método de diálise 
pode ser usado para tentar resolver o problema de altas concentrações de detergente na solução, 
porém detergentes que possuem baixos valores de CMC apresentam micelas grandes e, neste 
caso a diálise não é eficaz, pois o tamanho dos poros das membranas não permitem a passagem 
do detergente para o meio exterior. Por outro lado, baixas concentrações do detergente podem 
tornar as proteínas insolúveis (Wiener, 2004).  
Outro ponto importante a ser mencionado é a falta de reprodutibilidade das 
concentrações finais de detergente para os ensaios de cristalização. Por este motivo é necessário 
o uso de técnicas específicas que determinem as concentrações da mistura entre detergente-
proteína. Entre essas técnicas a mais confiável é a cromatografia de filtração em gel acoplada a 
detectores de espalhamento de luz e índice de refração (Wiener, 2004).  
No entanto, os detergentes nem sempre são capazes de mimetizar adequadamente 
as membranas nativas, resultando em uma limitada estabilidade da proteína. 
Consequentemente, foram feitos esforços significativos para estabelecer novas técnicas que 
permitem a cristalização das proteínas de membrana em um ambiente nativo, como a fase 
cúbica lipídica (LCP) (Landau e Rosenbusch,1996) e Bicelas (Ujwal e Bowie, 2011; Lorieau et 
al., 2013). Ambas abordagens são baseadas na reconstituição da proteína de membrana em um 
ambiente lipídico que pode contribuir para a sua maior estabilidade e a formação de contatos 
proteína-proteína que são necessários para nucleação e crescimento do cristal.  
 
 
3.6.3 Extração das proteínas de membrana 
 
Para a obtenção de Mistic-MraY na forma solúvel realizamos ensaios de solubilização 
utilizando os seguintes detergentes: n-Octyl-β-D-Maltoside, CHAPS, Cymal-6, Deoxycholate, 
n-Dodecyl-α-D-Maltoside (DDM), Foscholine, LAPAO e N-Lauroyl Sarcosine. Para este 
ensaio, foram centrifugados 500 mL de cultura bacteriana a 6.000 rpm durante 30 minutos a 4 
°C e o pellet bacteriano foi ressuspenso em tampão de lise, contendo lisozima e inibidores de 
protease. Posteriormente, a amostra foi lisada no Microfluidizer a 15.000 psi e em seguida 
centrifugada a 10.000 rpm durante 10 minutos a 4 °C. O sobrenadante foi coletado e 
centrifugado a 40.000 rpm durante 90 minutos a 4 °C para a obtenção das membranas totais. A 
amostra foi ajustada até uma DO600nm = 1,0 e solubilizada com LAPAO 1%. Uma vez 





sobrenadante diluído na proporção de 1:5 em tampão de lise. A purificação da proteína 
recombinante Mistic-MraY foi feita através de cromatografia de afinidade por íons metálicos 
imobilizados (IMAC) utilizando resina de níquel agarose Ni-NTA (QIAGEN®). As 
membranas foram incubadas com a resina durante a noite a 4 °C sob agitação suave. A resina 
foi lavada com tampão de lise acrescido de DDM 0,51 mM. A proteína foi eluída com uma 
solução de 300 mM de imidazol e as frações dialisadas antes de serem analisadas em SDS-
PAGE para visualizar a banda correspondente à proteína de interesse. A proteína purificada foi 
quantificada por espectrofotometria e procedeu-se a clivagem da porção His-Mistic usando a 
protease TEV, na proporção de 1: 2 (Mistic-MraY: TEV) a temperatura ambiente durante duas 
horas. Todos os tampões utilizados estão listados na Tabela 3.3. 
 
 
3.7 Cromatografia de filtração em gel 
 
Após a clivagem de Mistic-MraY, a amostra foi concentrada (Vivaspin-GE MWCO 100 kDa) 
e ajustada até 5 mg/ml, e aplicada em colunas Superose® 6 10/300 GL e Superdex 200 10/300 
GL (GE Healthcare Life Sciences) usando tampão 50 mM Tris-HCl pH 8,0 contendo DDM a 
0,17 mM. Após a eluição, as frações foram analisadas por SDS-PAGE e as frações contendo a 
proteína foram concentradas até aproximadamente 1 mg/ml.  
 
 
3.8 Clonagem de mraY-murF e mraY-murF-murG 
 
Foi realizada a clonagem do segmento do operon que codifica para as proteínas MraY e MurF 
de Thermotoga maritima no MCS-1 do vetor pET Duet-1, a qual apresenta a protease TEV na 
região C-terminal. Foram utilizadas as enzimas de restrição BamHI e NotI. Para a clonagem do 
operon MraY-MurF-MurG o mesmo procedimento anterior foi realizado e o gene que codifica 







Figura 3.5. Estratégia de clonagem entre MraY e enzimas Mur. Construção do operon 
MraY-MurF e MraY-MurF-MurG em pET Duet-1. Foi utilizado o programa SnapGene para 
realizar o modelo da clonagem. 
 
 
3.9 Testes de expressão de MurF-MraY de T. maritima 
 
Foram realizados testes de expressão do segmento murF-mraY e murG usando as cepas de E. 
coli: BL21 (DE3), BL21 Ril, BL21 Star, LEMO e Roseta 2. Os testes foram realizados em meio 
Terrific Broth (TB) com ampicilina (100 µg/ml). Quando a cultura bacteriana atingiu 
D.O.600nm=1,0 foi realizada a indução com 0,5 mM e 1mM de IPTG. Foram testadas três 
temperaturas de indução diferentes: 18 °C (durante a noite), 20 °C (durante a noite) e 37 °C (3 
horas) sob agitação de 200 rpm. Posteriormente, a cultura bacteriana foi centrifugada a 6.000 
rpm durante 30 minutos a 4 °C, o sobrenadante descartado e as células usadas para a extração 
das proteínas totais. 
 
 
3.10 Purificação do segmento do operon murF-mraY de T. maritima 
 
Primeiramente, as células foram incubadas em tampão contendo 50 mM de HEPES pH 7,5, 200 
mM NaCl, 10 mM MgCl2, glicerol 10%, juntamente com lisozima, inibidores de protease e 
benzonase durante 1 hora a 4 °C sob agitação. As células foram lisadas utilizando microfluidizer 





afinidade com coluna Histrap (1ml) e cromatografia de exclusão molecular em coluna Superdex 
200 10/300 GL.  
 
Tabela 3.2. Características gerais das proteínas usadas nesse trabalho 
 
 
Tabela 3.3. Tampões utilizados durante os passos de expressão e purificação de MraY 
 
Tampão Reagentes
Lise celular Tris-HCl 50mM pH 8, 200mM NaCl, glicerol 10%
Lavagem Tris-HCl 50mM pH 8, 200mM NaCl, glicerol 10%, DDM 0,51mM
Gradiente de eluição 1 Tris-HCl 50mM pH 8, 200mM NaCl, glicerol 10%, DDM 0,51mM, imidazol 20mM 
Gradiente de eluição 2 Tris-HCl 50mM pH 8, 200mM NaCl, glicerol 10%, DDM 0,51mM, imidazol 50mM 
Gradiente de eluição 3 Tris-HCl 50mM pH 8, 200mM NaCl, glicerol 10%, DDM 0,51mM, imidazol 300mM 
Tampão de transferência Tris 25mM, Glicine 190mM, SDS 0,1%, Metanol 20%
TBS-T Tris 20mM pH 7,6, 130mM NaCl, Tween-20 10% 
Solução de bloqueio BSA 5% diluído em  TBS-T
Revelação da membrana SIGMA FAST®
TEV Tris-HCl 50mM pH 8, 200mM NaCl, glicerol 10%, DDM 0,51mM
Filtração em gel Tris-HCl 50mM pH 8, 100mM NaCl, glicerol 5%, DDM 0,17mM 
















































4. RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 
 
As proteínas da membrana representam cerca de 20 a 30% das proteínas totais 
descritas para todas as espécies e mais de 60% dessas proteínas são usadas como alvos 
farmacêuticos (Arachea et al., 2012). Existem muitos desafios no estudo de proteínas de 
membrana, mas a elucidação das suas estruturas é de grande importância para a compreensão 
de muitas doenças como o câncer, fibrose cística, hipertensão, Alzheimer, entre outros (Moraes 
et al., 2014; Mus Veteau et al., 2014). A resolução de estruturas macromoleculares deste grupo 
de proteínas representa um importante desafio científico e essas dificuldades estão presentes 
em diferentes fases do seu estudo. Além disso, em alguns casos, a super-expressão de proteínas 
de membrana recombinante torna-se uma tarefa difícil quando comparada com a expressão de 
proteínas solúveis (Whitelegge, 2013). 
O gene que codifica a proteína MraY foi clonado nas cepas de expressão de E. coli 
no vetor pMAL e foram realizados testes de expressão de acordo com os parâmetros descritos 
na Tabela 4.1. No entanto, apesar das otimizações nos protocolos de expressão não foi possível 
obter níveis significativos de expressão de MraY. De acordo com Bhandari e Gowrishankar 
(1997) a toxicidade induzida pela super-expressão de proteínas recombinantes pode alterar as 
funções dos vetores de expressão ou de seus promotores, afetando, assim, a expressão da 
proteína alvo. Além disso, Corchero e Villaverde (1998) e Paulsson e Ehrenberg (2001) relatam 
que a presença de plasmídeos impõe uma elevada carga metabólica para a célula hospedeira, 
levando ao aumento na demanda metabólica celular, o qual pode provocar um atraso no tempo 
de multiplicação das células contendo o plasmídeo e assim, diminuindo o nível de expressão da 
proteína alvo. Existem outros problemas associados à diminuição ou ausência de expressão de 
proteínas recombinantes e estão relacionados com a toxicidade induzida por IPTG, a formação 
de corpos de inclusão e a indução da expressão de várias proteases devido ao choque térmico, 
segundo foi descrito em E. coli (Garland Science, 2014).  
Por outro lado, a expressão de MraY de todos os organismos que foram clonados 
no vetor pLIM-14 nesse trabalho apresentaram quantidades significativas de proteína. No 
entanto, para otimizar a expressão de MraY utilizou-se meio de cultura acrescido de glicose 
1%, uma vez que a expressão basal do promotor Lac pode ser minimizada pela incorporação de 





promotor Lac não afeta a expressão da proteína alvo após a indução com IPTG. Assim, 
recomenda-se que os passos de transformação e de pré-cultura sejam realizados na presença de 
glicose para minimizar os efeitos da expressão basal (Saluta e Bell, 1998). Deste modo, nossos 
resultados mostraram que o nível de expressão da proteína foi aumentado. 
 
Tabela 4.1. Testes de expressão da proteína recombinante Mistic-MraY. 
 
As análises em gel de poli-acrilamida dos lisados celulares mostraram bandas de 
alta intensidade para as frações insolúveis em comparação com frações solúveis. Entre as seis 
cepas bacterianas testadas, BL21 Ril foi a mais adequada para a expressão de Mistic-MraY de 
T. maritima (tmMraY) (Fig. 4.1a). Para confirmar a presença de Mistic-MraY foi realizado 
Western blotting utilizando anticorpo anti-His (Fig. 4.1b). Os testes de expressão 
demonstraram que Mistic-MraY é expressa como uma proteína insolúvel devido à sua natureza 
de membrana. Além disso, não foram obtidas quantidades expressivas de tmMraY com as 
outras cepas de expressão de E. coli testadas. 
Interessantemente, os testes de expressão indicaram a presença de Mistic-MraY 
monomérica e também em uma forma que poderia representar um dímero. Estes resultados são 
compatíveis aos estudos de cross-linking realizados com MraY de Aquifex aeolicus. Chung et 
al., (2013) mostraram que MraY forma um dímero tanto na presença de micelas de detergente 
quanto na membrana, também há evidências através de ensaio duplo híbrido em MraY de 






Figura 4.1. Análise do lisado celular após a indução com IPTG. (A) Análise da expressão 
de Mistic-tmMraY em gel SDS-PAGE 15%. Para cada cepa de E. coli foram utilizados três 
diferentes clones (Cl). (B) Western Blot das frações solúveis e insolúveis após indução com 
IPGT usando anticorpo anti-His. BL21 star clone 2 (20 °C) pellet após sonicar (1); BL21 star 
clone 2 (20 °C) SN após sonicar (2); BL21 Ril clone 1 (37°C) pellet após sonicar(3); BL21 Ril 
clone 1 (37 °C) SN após sonicar (4); BL21 Ril clone 2 (20°C) pellet após sonicar (5); BL21 Ril 
clone 2 (20°C) SN após sonicar (6); BL21 Ril clone 2 (37°C) pellet após sonicar (7); BL21 Ril 
clone 2 (37 °C) SN após sonicar (8). 
 
A Figura 4.2 apresenta o gel de SDS-PAGE com os resultados dos testes de 
solubilização dos lisados de células de BL21 Ril que expressaram Mistic-MraY. As análises 
das frações revelaram que apenas LAPAO (1%) e N-lauroilsarcosina (1%) foram capazes de 























Figura 4.2. Análise do lisado celular após solubilização de Mistic-MraY com diferentes 
detergentes. Gel SDS-PAGE (15%). Foi observado que os detergentes LAPAO e Sarcosil 
foram os mais eficientes para extrair Mistic-MraY da membrana citoplasmática. Os detergentes 
foram usados numa concentração 10 vezes maior à sua concentração micelar crítica (CMC). 
 
 
Após a solubilização, Mistic-tmMraY foi purificada com sucesso através de 
cromatografia de afinidade realizada com resina de níquel. As frações foram analisadas por gel 
SDS-PAGE 15% (Fig. 4.3) e posteriormente, as frações que continham a proteína foram 
reunidas para serem dialisadas com o propósito de diminuir as concentrações de imidazol na 
amostra, uma vez que Mistic é sensível a altas concentrações de imidazol. 
 
Figura 4.3. Solubilização e purificação de Mistic-MraY (T. maritima) com LAPAO (1%) em 





Após a diálise, a amostra foi concentrada e injetada em coluna Superdex 200 10/300 
GL. A análise do perfil cromatográfico permitiu visualizar que uma parte da fração foi eluída 
no volume morto da coluna, mostrando que a proteína não permaneceu estável durante os 
primeiros passos de purificação. No entanto, também foi observado um segundo pico de eluição 




Figura 4.4. Cromatografia de filtração em gel em coluna Superdex 200 10/300 GL. O 
primeiro pico eluído (≈8ml; V0) corresponde a agregados de Mistic-MraY. O segundo pico 
corresponde a Mistic-MraY solúvel. No gel de SDS é possível observar as bandas da proteína 
que foram eluídas do segundo pico com aproximadante 12 ml.  
 
Uma vez estabelecido o protocolo de purificação de Mistic-MraY, prosseguimos 
com os testes de clivagem. O passo de clivagem para obter somente MraY foi realizada com a 
protease TEV. Na primeira tentativa de clivagem utilizou-se TEV na proporção de 2: 1 (Mistic-
MraY: TEV) com 16 h de incubação a 4 °C, porém durante a clivagem da porção His-Mistic, 
foi observada precipitação da proteína (Fig. 4.5b). Estes resultados mostraram a instabilidade 
de MraY frente aos tampões e detergentes utilizados ou pela retirada de Mistic, que quando 
presente poderia estar auxiliando na estabilidade da proteína. No entanto, novas condições de 






Contudo, mesmo após as otimizações na etapa de clivagem observamos a 
degradação da proteína após a clivagem com TEV. A análise em gel de SDS-PAGE mostrou a 
presença de duas bandas, uma com aproximadamente 27kDa correspondente a TEV e outra 
banda de aproximadamente 13kDa referente a Mistic. No entanto, nenhuma banda com 35 kDa 
correspondendo a MraY foi observada. (Fig. 4.5a) 
 
Figura 4.5. Resultado da clivagem de MraY-Mistic de T. maritima usando protease TEV 
a 4 °C e a temperatura ambiente. Poço 1: MraY-Mistic antes da clivagem. Poços 2,3,4,5: 
Mistic-MraY:TEV (1:1). Poço 2: 1h de clivagem; Poço 3: 2h de clivagem; Poço 4: 18h de 
clivagem a temperatura ambiente; Poço 5: 18 h de clivagem a 4°C. Poços 6,7,8,9: Mistic-
MraY:TEV (1:2). Poço 6: 1h de clivagem; Poço 7: 2h de clivagem; Poço 8: 18h de clivagem a 
temperatura ambiente; Poço 9: 18h de clivagem a 4°C. (B) poço 1: Mistic-MraY; poço 2: TEV; 
Poço 3: Sobrenadante da amostra após a clivagem com TEV; poço 4: Fração insolúvel após a 
clivagem com TEV. Após a retirada de Mistic, MraY torna-se insolúvel. 
 
Devido à instabilidade de tmMraY após a retirada de Mistic, a estratégia empregada 
foi a clonagem de Mistic-MraY (em pLIM14) de diferentes espécies de bactérias, pois a 
instabilidade da proteína poderia ser intrínseca de MraY de Thermotoga maritima. Foram 
realizados novos ensaios de expressão utilizando as mesmas condições anteriores descritas na 









Figura 4.6. Expressão de MraY-Mistic. (A) Os testes de expressão foram realizados em meio 
de cultura TB com indução de 0,5 mM de IPTG a 37 °C durante 3 horas sob agitação de 200rpm. 
Essa imagem mostra as frações induzidas de Mistic-MraY de Listeria monocytogenes (L.m.), 
Pseudomonas aeruginosa (P.a.), Shigella flexneri (S.f.) e Streptococcus pneumoniae (S.p.). (B) 
Western blot da fração insolúvel de Mistic-MraY de S. pneumoniae.  
 
 
 Uma vez padronizado o ensaio de expressão das proteínas, iniciamos o processo 
de purificação de Mistic-MraY de Listeria monocytogenes (lmMraY), Pseudomonas 
aeruginosa (paMraY), Shigella flexnerii (sfMraY) e Streptococcus pneumoniae (spMraY). Para 
a extração e solubilização das proteínas de membrana foram realizados os mesmos protocolos 
utilizados anteriormente para tmMraY. Após a eluição das proteínas as amostras foram 
dialisadas para remover o tampão contendo 300mM de imidazol, mas foi observada a presença 
de agregados e opacidade da amostra durante a diálise, os quais são indicativos de precipitação. 
Além disto, quando as amostras foram aplicadas em gel de SDS-PAGE uma parte significativa 
da proteína permaneceu na fração insolúvel. Assim, para tentar resolver este problema foi 
realizado o processo de purificação com o detergente n-Decyl-β-D-maltosídeo anagrade (DM) 
(Chung et al., 2013) mas sem resultados satisfatórios, pois novamente foi observada a 
precipitação das proteínas. Decidimos então aumentar a concentração do detergente DDM para 





obtenção de quantidades significativas de Mistic-MraY solúvel de diferentes espécies (Fig. 
4.7). 
 
Figura 4.7. Purificação de MraY-Mistic através de cromatografia de afinidade em resina 
de níquel. (A) Eluição de Mistic-MraY de T. maritima e S. pneumoniae. (B) Eluição de Mistic-
MraY de L. monocytogenes, P. aeruginosa e S. flexneri.  Os experimentos foram realizados a 4 
°C. Todos as proteínas foram confirmadas através de Western blotting. Mistic-MraY de todas 
as espécies apresenta peso molecular de aproximadamente 45kDa.  
 
 
O mesmo problema de instabilidade da proteína ao retirar a proteína Mistic foi 
observado para os novos clones. No entanto, foram realizados testes de cristalização de Mistic- 
MraY das diferentes espécies de bactérias purificadas, mas não foi observada a formação de 
cristais. Uma das prováveis causas desse resultado poderia ter sido devido à baixa concentração 
de proteína utilizada. Além disso, as regiões hidrofílicas das proteínas integrais de membrana 
(IMP) são essenciais para a formação de cristais, porém o uso de DDM, que apresenta micelas 
relativamente grandes, pode impedir a interação destas regiões hidrofílicas e a posterior 
formação de cristais. Em contraste com este fato, os detergentes que apresentam micelas de 
cadeias curtas são mais susceptíveis à desnaturação pela proteína alvo (MusVeteau et al., 2014).  
Na tentativa de solucionar os problemas relacionados à clivagem de Mistic e 
estabilização de MraY foi realizada uma nova abordagem pela adição de enzimas Mur através 
da clonagem da região do operon de tmMraY que contém as enzimas MraY, MurF e MurG 
como “parceiros para estabilização" no vetor pET Duet 1. White e Gober (2012) demostraram 
uma possível interação entre MraY em complexo com as enzimas Mur, além disso, Zoeiby et 





enzimas Mur e a interação com MurG. Por outro lado, o genoma de tmMraY contém as 
proteínas MraY, MurF e MurG em sequência ordenada, o que facilitou a abordagem no 
momento da clonagem.  
Além de clonar os genes murF-mraY e murG no vetor pET Duet-1, outras duas 
clonagens foram realizadas: operon murF-mraY em pETDuet-1 e murG também em pETDuet-
1 afim de aumentar nossas possibilidades de análises de interações entre essas proteínas. 
Posteriormente a clonagem, ensaios de expressão foram realizados utilizando diferentes cepas 
de E. coli, tais como, BL21 Ril, BL21 Star (pRARE), Roseta 2, LEMO e foram testadas em 
diferentes temperaturas (18, 25 e 37 °C) e concentrações de indução de IPTG (0.5 mM e 1 mM). 
Também foram realizados ensaios de expressão através da auto-indução. Nossos melhores 
resultados de expressão foram com as células BL21 Ril e BL21 Star em meio TB induzidas 
com 0.5 mM de IPTG (Fig. 4.8). 
A partir das análises através dos géis de poli-acrilamida observamos que a 
expressão de MurG em pETDuet 1 foi satisfatória em todas as condições testadas, porém nosso 
objetivo era a expressão do complexo entre as proteínas MurF-MraY e MurG e, portanto, não 
prosseguimos com os trabalhos com a construção de MurG sozinha.  
 Por outro lado, os genes murF-mraY foram expressados somente no meio de 
cultura Terrific Broth (TB) a 37 °C durante 3 horas como mostrado na Figura 4.8. E finalmente, 
quando foram induzidas as três proteínas no mesmo vetor (murF-mraY-murG), observou-se 
que não houve expressão significativa para nenhuma das proteínas em análise, por este motivo 


















Figura 4.8. Expressão de MurG, MurF-MraY e MurF-MraY-MurG de Thermotoga maritima 
em pET Duet. (1) BL21 Ril, TB 37 °C/3h/0,5mM IPTG. (2) BL21 Star, TB 37 °C/3h/0,5mM 
IPTG. (3) BL21 Ril, TB 18°C/16h/0,5mM IPTG. (4) BL21 Star, TB 18 °C/16h/0,5mM IPTG. 
MurF-MraY (1) apresenta uma banda na altura de 50 kDa referente a MurF e outra banda entre 
os marcadores de 37 kDa e 25 kDa que poderia ser referente à MraY que apresenta 
aproximadamente 34kDa. 
 
Embora seja possível observar a banda de aproximadamente 50 kDa referente à 
MurF e uma banda referente à MraY de aproximadamente 34kDa entre os marcadores de 37 e 
25 kDa, tivemos dificuldade em confirmar os resultados de expressão de murF-mraY, uma vez 
que somente o gene murF apresenta cauda de poli-His na porção N-terminal. Deste modo, não 
conseguimos analisar satisfatoriamente a expressão de MraY através de Western blotting com 
anticorpo anti-His.  
No entanto, decidimos prosseguir com as próximas etapas de purificação das 
proteínas MurF-MraY e, para isso primeiramente foi realizada uma cromatografia de afinidade 
com resina de níquel e depois cromatografia de exclusão molecular em coluna Superdex 200 
10/300 GL (Fig. 4.9).  
Na Figura 4.9 é possível observar a presença de duas bandas nos dois primeiros 
poços do gel de SDS PAGE (esquerda para direita) que possivelmente representem as proteínas 
MurF (50 kDa) e MraY (34 kDa) eluídas com aproximadamente 10 ml. No entanto, é necessário 







Figura 4.9. Purificação de MurF-MraY de Thermotoga maritima. (A) Perfil cromatográfico 
da eluição de MurF-MraY em coluna Superdex 200 10/300 GL (V0 ≈8). (B) Gel SDS-PAGE 
15% das frações de MurF-MraY eluídas na coluna de filtração em gel. O primeiro e o segundo 
poço (esquerda para direita) representam a fração que foi eluída com aproximadamente 10mL 
na coluna de filtração em gel. Nesse poço é possível observar a presença de duas bandas. Talvez 
a primeira se refira à MurF com 50kDa e a segunda se refira à MraY que se encontra entre as 
bandas de 37 kDa e 25 kDa do padrão de peso molecular, porém não é possível afirmar uma 
vez que não foi realizado nenhum tipo de confirmação das proteínas. Os demais poços são 
referentes as frações eluídas nos volumes aproximados entre 13 e 16 ml. 
 
 
Se as identidades das proteínas forem confirmadas positivamente como MurF-
MraY poderemos otimizar nosso protocolo de expressão e purificação com a finalidade de obter 
maiores quantidades das duas proteínas puras. Uma vez alcançado esses objetivos será possível 
iniciar os estudos estruturais e biofísicos para analisar a interação entre o complexo formado 
entre essas proteínas. 
No sentido geral, os dados apresentados nesse projeto relatam a expressão e 
purificação bem-sucedida de MraY, porém ainda são necessários experimentos de otimização 
que permitam a estabilidade da proteína. Por outro lado, a expressão e a purificação de MurF-
MraY mostraram resultados promissores para o estudo da interação entre essas proteínas que 
estão intimamente relacionadas na formação do lipídio I.  
Contudo, durante o desenvolvimento deste projeto houveram problemas de 





quantidades suficientes dos complexos para as análises posteriores. Este trabalho está em 
processo de otimização no nosso grupo.  
Devido aos motivos explicitados acima decidimos prosseguir nossos estudos com 
as enzimas Mur, proteínas essenciais para a sobrevivência das bactérias, as quais estão 










5.1 Objetivos gerais 
 
Os objetivos deste projeto de pesquisa foram detectar e caracterizar as interações 
entre as enzimas que atuam na via de biossíntese do peptideoglicano através de métodos 
biofísicos.  
  
As enzimas Mur são proteínas altamente solúveis e estudos prévios com essas 
proteínas de Thermotoga maritima (bactéria Gram-negativa) desenvolvidos pelo nosso grupo 
de pesquisa mostraram que MurG e MreB se comportam como proteínas-âncora para as 
enzimas Mur, porém nenhuma interação direta entre as ligases Mur foi observada (Favini et al., 
2013).  
 
Por estes motivos decidimos estudar as interações diretas entre as enzimas MurC, 
MurD, MurE e MurF, bem como suas interações com a proteína MurG, porém utilizamos as 
proteínas de Streptococcus pneumoniae como modelo in vitro, bactéria Gram-positiva e 
patogênica, a fim de compreender se essas interações são conservadas entre os diferentes grupos 
de bactérias. 
 
5.2 Objetivos específicos 
 
 Clonagem dos genes que codificam para as proteínas MurC, MurD, MurE e MurF de 
Streptococcus pnemoniae no vetor pET30b; 
 
 Expressão e purificação das enzimas MurC a MurG para obtenção de quantidades 
significativas de proteínas para as análises posteriores; 
 






 Detecção  e caracterização da interação direta entre as enzimas MurC, MurD, MurE e 
MurF; 
 Detecção e caracterização da interação entre MurG e as ligases Mur; 
 









6. MATERIAIS E MÉTODOS 
 
6.1 Clonagem dos genes que codificam para as proteínas MurC, MurD, MurE e MurF 
de Streptococcus pneumoniae 
 
Para analisar a rede de interações entre as enzimas Mur, os genes de Streptococcus pneumoniae 
(cepa R6) que codificam as proteínas MurC, MurD, MurE e MurF foram primeiramente 
subclonados no vetor pJET (Thermo Fisher Scientific) e pGEM-T Easy (Promega Corporation) 
segundo as instruções dos fabricantes. Após a subclonagem, foi realizada a digestão enzimática 
dos insertos e do vetor pET30b (KanR) com as enzimas de restrição NdeI e SalI para os genes 
murC e murD; NdeI e XhoI para o gene murE; BglII e SalI para murF. A digestão enzimática 
foi realizada a 37 °C durante 16 horas. Os produtos digeridos foram purificados usando o kit 
NucleoSpin® PCR Clean-up (Macherey-Nagel), de acordo com as instruções do fabricante. 
Uma vez digeridos os insertos e os plasmídeos, foi feita a ligação usando T4 DNA Ligase na 
razão molar de 4:1 (inserto-vetor). Os produtos de ligação foram transformados em E. coli 
DH5α. O gene responsável pela expressão de MurG de S. pneumoniae foi adquirido 
comercialmente. As clonagens foram confirmadas por sequenciamento para verificar a presença 








Figura 6.1. Estratégia de clonagem dos genes que codificam para MurC, MurD, MurE e MurF 








6.2 Expressão das enzimas MurC, MurD, MurE e MurF 
 
Os testes iniciais de expressão dos quatro clones das proteínas Mur (~50kDa) foram realizados 
utilizando as seguintes cepas bacterianas derivadas de E. coli: BL21 RIL, BL21 (DE3) e C43. 
Os testes foram realizados utilizando os meios de cultura Terrific Broth (TB) e Lysogeny Broth 
(LB) acrescido de kanamicina (50 µg/ml). No momento em que a cultura bacteriana atingiu 
D.O.600nm = 0.6-0.8 foi realizada a indução com 1 mM de IPTG. Além disso, foram testadas 
diferentes temperaturas de indução: 37 °C (durante 3 horas) e 20 °C (durante 16 horas) sob 
agitação de 200 rpm (Tabela 6.1). Posteriormente, a cultura bacteriana foi centrifugada a 6.000 
rpm durante 30 minutos a 4 °C, o sobrenadante descartado e as células usadas para purificação 
da proteína-alvo. Foram utilizados três diferentes clones de cada proteína para o teste de 
expressão. 
 
 Tabela 6.1. Teste de expressão das enzimas Mur de S. pneumoniae 
 
 
6.3 Purificação das enzimas Mur 
 
Primeiramente, as células bacterianas contendo as proteínas-alvo super-expressadas foram 
incubadas com lisozima, inibidores de protease e benzonase durante 1 hora a 4 °C sob agitação. 
Depois, as células foram lisadas por sonicação e centrifugadas a 18.000 rpm durante 1 hora a 4 
°C. Posteriormente, o sobrenadante foi utilizado para a purificação em duas etapas, uma 
primeira de cromatografia de afinidade por íons metálicos imobilizados (IMAC) em coluna His-
trap 5mL, seguido de uma segunda etapa de cromatografia de filtração em gel (SEC) em coluna 
Hi-Load Superdex 200 16/600 (GE). Para a lise celular e afinidade foi utilizado tampão 





glicerol. As proteínas foram eluídas no mesmo tamção da afinidade, porém contendo 300 mM 
de imidazol. Para a filtração em gel foi utilizado tampão contendo 50 mM HEPES pH 7.5, 150 
mM NaCl e 10 mM MgCl2. 
Para a purificação de MurE foi necessária a adição do detergente n-Decyl-β-D-Maltopyranoside 
(DM) na concentração de 0.5 % durante a etapa de lise celular. Além disso, MurE possui duas 
cisteínas na sua composição aminoacídica, motivo pelo qual foi adicionado 15 mM de β-
Mercaptoetanol nas etapas de lise celular e IMAC e 5 mM na etapa de filtração em gel. A 
Tabela 6.2 descreve características importantes de cada proteína estimadas através da 
ferramenta Protparam disponível no servidor Expasy (https://web.expasy.org/protparam/). 
 
Tabela 6.2. Principais características das enzimas Mur que são importantes para a purificação 
e análises biofísicas 
 
 
6.4 Testes de expressão de MurG  
 
O vetor pET30b com o gene que codifica para MurG de Streptococcus pneumoniae (R6) foi 
adquirido comercialmente. 
Os testes iniciais de expressão da proteína MurG foram realizados usando a cepa de E. coli 
BL21 Star, utilizando os seguintes meios de cultura: TB, LB, Meio Mínimo e meio de auto-
indução acrescidos de kanamicina (50 µg/ml). Quando a cultura bacteriana atingiu D.O.600nm = 
0.8 foi realizada a indução com 0,1 mM, 0,5 mM e 1 mM de IPTG. Além disso, foram testadas 
diferentes temperaturas de indução: 18 °C (16 horas), 25 °C (16 horas), 30 °C (4 horas) e 37 





centrifugada a 6.000 rpm durante 30 minutos a 4 °C, o sobrenadante descartado e as células 
usadas para purificação da proteína-alvo. 
 
Tabela 6.3. Condições de expressão da proteína MurG 
Meios IPTG (mM) Tempo (h) Temperatura (°C) OD600 
LB 0,1 0,5 1 3 4 16 18 25 30 37 0,5 1 
TB 0,1 0,5 1 3 4 16 18 25 30 37 0,5 1 
MM 0,1 0,5 1 3 4 16 18 25 30 37 0,5 1 
A.I. - - - +30  25     
 
 
6.5 Purificação de MurG  
 
Foram realizadas diferentes abordagens de purificação para MurG (Fig. 6.2), pois essa proteína 
está anexada à membrana celular e, portanto, foi necessária a padronização do protocolo de 
purificação com diferentes detergentes para a extração e solubilização da proteína.  
Primeiramente, as células foram incubadas com lisozima, inibidores de protease, benzonase e 
0,5 % de detergente DM/DDM durante 1 hora a 4 °C sob agitação. As células foram lisadas por 
sonicação, depois centrifugadas a 18.000 rpm e o sobrenadante utilizado na cromatografia de 
afinidade com resina StrepTrap (1ml) e cromatografia de exclusão molecular em coluna 
Superose 6 10/300 GL.  
Na segunda abordagem as células foram incubadas com lisozima, inibidores de protease e 
benzonase durante 1 hora a 4 °C sob agitação. As células foram lisadas por sonicação, depois 
centrifugadas a 18.000 rpm e o sobrenadante utilizado nas etapas de purificação descritas na 
primeira abordagem.  
A terceira abordagem foi recuperar o pellet após a lise, e posteriormente, incubá-lo com 0,5 % 
de detergente DM ou DDM para a solubilização da proteína-alvo. Após 1 hora de incubação a 
4 °C foi realizada uma nova centrifugação a 18.000 rpm e o sobrenadante utilizado no processo 






Finalmente, as amostras proteicas foram injetadas em coluna Superose 6 10/300 GL (GE) em 
tampão contendo 50mM HEPES pH 7,5, 150 mM NaCl, 10 mM MgCl2, 5% glicerol. Também 
foi utilizado o mesmo tampão com 0.2, 0.5, 1,2 e 4 CMC de DM para analisar os diferentes 
estados de oligomerização da proteína. 
 
 
Figura 6.2. Representação esquemática das abordagens utilizadas para a purificação de MurG. 
Para a purificação da proteína-alvo foi utilizado um tampão contendo 50 mM HEPES pH 7.5, 
500 mM NaCl, 10 mM MgCl2, 5 % de glicerol. Também foram utilizados os detergentes DM e 
DDM em diferentes concentrações. 
 
 
6.6 SEC- RALS/LALS e SEC-MALS  
 
O Espalhamento de luz é uma técnica espectroscópica para a determinação da massa 
molar de moléculas em solução e quando combinado com um refratômetro e um detector de 
absorbância oferece uma abordagem mais rigorosa para a determinação da massa molar e 
oligomerização de proteínas em solução. A abordagem de detecção utilizando SEC-UV/LS/RI 
indica a presença de um detector de absorbância (UV), um detector de espalhamento de luz 





cromatografia de exclusão molecular (SEC). O detector de UV monitora a absorbância a 280 
nm, o detector RI monitora as mudanças nos índices de refração durante a cromatografia e o 
detector LS mensura o excesso de espalhamento de luz da amostra, enquanto que a coluna de 
filtração em gel serve somente como um passo de separação de moléculas por tamanho. Como 
o espalhamento de luz fornece a média da massa molar da espécie em solução, a separação 
fornecida pela SEC desempenha um papel fundamental na análise geral. No entanto, a eluição 
da molécula não necessariamente se correlaciona com sua massa molar. O sucesso do estudo 
de formas oligoméricas em solução requer somente que esses vários oligômeros presentes na 
solução sejam fisicamente bem separados antes que atinjam o detector LS. O sistema deve ser 
calibrado no tampão de escolha e a resposta dos três detectores é utilizada para calcular a massa 
molar da proteína (Tarazona e Saiz, 2003; Folta-Stogniew, 2006; Sahin e Roberts, 2012).  
As quantidades de detectores podem variam de acordo com o equipamento a ser 
utilizado. Normalmente, existem equipamentos com os detectores de espalhamento de luz de 
ângulo reto (RALS) e espalhamento de luz de baixo ângulo (LALS) (Fig. 6.3a), assim como 
equipamentos com detectores de espalhamento de luz em múltiplos ângulos (MALS) (Fig. 
6.3b). Geralmente, o número de ângulos em um sistema MALS pode variar entre 2 e 20, na 
qual a dispersão é detectada simultaneamente em cada ângulo fornecendo assim uma precisa 
massa molar da proteína e seus estados oligoméricos (Nobbmann, 2014). 
 
 
Figura 6.3. SEC-RALS/LALS e SEC-MALS para a análise do peso molecular de 
proteínas. Existem diferentes equipamentos para determinar o peso molecular de proteínas. Na 
imagem A o equipamento é composto pelos detectores RALS e LALS, enquanto que na imagem 
B o equipamento apresenta vários detectores em diferentes direções. Ambos os aparelhos são 
acoplados à uma coluna de filtração em gel para a separação das proteínas através do peso 







Para a correta determinação do peso molecular das enzimas Mur foi realizado os ensaios de 
OMNISEC – Malvern® (Laboratório de Espectrometria e Calorimetria –LNBio) com as 
enzimas MurE e MurG na concentração de 5 mg/ml em coluna Superose 6 10/300 GL; e SEC-
MALS – Wyatt Technologies (EMBL-Grenoble) com as enzimas MurC, MurD e MurF nas 
concentrações de 2 mg/ml, 10 mg/ml, 25 mg/ml em coluna Superdex 200 10/300 GL. Foram 
injetados 50 µL de cada proteína. 
 
6.7 Ultracentrifugação analítica  - método de velocidade de sedimentação 
 
A ultracentrifugação analítica (AUC) é um método clássico baseado na 
termodinâmica da solução que permite a observação em tempo real da redistribuição de 
proteínas diluídas em solução após a aplicação de uma força centrífuga (Fig. 6.4). O método de 
velocidade de sedimentação fornece muitos aspectos do comportamento da proteína em 
solução, incluindo a massa molecular, a forma hidrodinâmica, e pureza. Além disso, é uma 
técnica sensível para detectar a formação de multi-complexos e as fracas interações que 
ocorrem entre proteínas (Zhao et al., 2013). Outra vantagem que essa técnica fornece são a 
ampla faixa de tamanhos moleculares que podem ser analisadas e a ausência de superfície em 
contato com a amostra a ser analisada. Através do ajuste da velocidade é possível detectar 
massas molares de 100 g/mol até 108 g/mol e também permite analisar interações com constante 
de dissociação (Kd) entre 10 nM e 10 mM. A difusão das partículas e o processo de 
sedimentação é descrito pela equação de Lamm (Schuck et al., 2002), no qual é estimado o 
coeficiente friccional que pode ser considerado como uma representação do atrito da proteína 







Figura 6.4. Ultracentrifugação analítica através do método de velocidade de 
sedimentação. A figura da esquerda mostra uma seção transversal da peça central de dois 
setores que contém um espaço para o tampão de diluição da proteína e outro espaço para a 
amostra a ser analisada. No momento em que a força centrífuga é aplicada as moléculas 
sedimentam-se gradativamente. A figura da direita ilustra a evolução do processo de 
sedimentação das partículas ao longo do tempo, o qual depende do tamanho e forma das 
moléculas (Coriolis Pharma 2017, com adaptações). 
 
Para analisar a possível formação dos complexos binários, foi realizada a técnica de 
ultracentrifugação analítica usando o método de velocidade de sedimentação. Após as proteínas 
terem sido submetidas à filtração em gel, as amostras MurC, MurD, MurE, MurF e MurG e os 
complexos: MurC:MurD, MurC:MurE, MurC:MurF, MurC:MurG, MurD:MurE, MurD:MurF, 
MurD:MurG, MurE:MurF, MurE:MurG, MurF:MurG foram incubados durante 1 hora em gelo 
e centrifugadas a 30.000 rpm utilizando uma ultracentrífuga Beckman a 20 °C com 
monitoramento da absorbância a 280 nm. Os espectros gerados foram registrados 
automaticamente em intervalos regulares e analisados utilizando o software Sedfit com o 
método de análise contínua de distribuição de c(s) para determinar os coeficientes de 
sedimentação s20,w. As proteínas foram analisadas em três concentrações diferentes: 0,25 







6.8 Termoforese em microescala (MST) 
 
A Termoforese em Micro-escala (MST) é um técnica poderosa para quantificar a 
constante de dissociação (Kd) entre diferentes moléculas. Esta técnica é baseada no movimento 
das moléculas de acordo com gradientes de temperatura, na qual depende de diversas 
propriedades intrínsecas de cada molécula, tais como tamanho, conformação e superfície de 
hidratação, e portanto, a torna extremamente sensível a praticamente qualquer alteração nas 
propriedades moleculares permitindo uma precisa quantificação dos eventos moleculares 
independente do tamanho ou natureza das moléculas a serem analisadas (Fig. 6.5). A principal 
característica do MST é a possibilidade de trabalhar próximo das condições nativas de cada 
molécula, pois não há restrições de tampões. Além disso, esta técnica permite a detecção de 
uma ampla faixa de constante de dissociação que variam de sub-namomolar até mili-molar 
(Wienken et al., 2010; Jerabek-Willemsen et al., 2011). 
 
Figura 6.5.  Termoforese em microescala – Monolith NT-115. A imagem à esquerda mostra 
a mensuração do MST feito em capilares. A fluorescência dentro do capilar é excitada e 
detectada pelo mesmo detector (objetiva óptica 40X), também é utilizado um laser 
infravermelho para permitir a incidência de calor localizado nas amostras e, deste modo a 
termoforese das moléculas fluorescentes é detectada através de gradientes de temperatura. A 
imagem a direita mostra um sinal típico de moléculas que interagem através da termoforese. 
Inicialmente é detectado um  sinal constante de moléculas homogeneamente distribuídas no 
capilar (estado inicial). Nos primeiros segundos após o laser infravermelho ser ligado observa-
se o T-jump (mudança abrupta de temperatura), o qua corresponde a uma mudança rápida nas 





movimento das moléculas previamente marcadas com um fluoróforo pode ser detectado 
(Termoforese). Normalmente, as mudanças de fluorêscencia são medidas por 30 segundos para 
permitir um estado estável das moléculas na mesma temperatura. Finalmente, o laser é 
desligado e ocorre um T-jump inverso (difusão de volta) e as moléculas retornam ao estado 
inicial. Imagem adapta de “User Manual for the Monolith NT.115 – Nanotemper 
Technologies”. 
 
6.8.1 Marcação das proteínas  
Os experimentos para avaliar o Kd das proteínas foram conduzidos usando o equipamento 
Monolith NT.115 (NanoTemper Technologies, Munique, Alemanha). A marcação fluorescente 
das proteínas foi realizada com corante NT647 (NanoTemper Technologies) para resíduos de 
lisina.  
O corante reativo NT-647-NHS contém N-Hydroxysuccinimide (NHS)-éster  que reage de 
forma eficiente com aminas primárias formando assim conjugados proteína:corante altamente 
estáveis. Esses grupos de aminas primárias são encontrados em resíduos de lisina e geralmente 
são acessíveis por solventes e, portanto, adequadas para reações que necessitam de marcação. 
NT-647-NHS tem excitação e emissão de fluorescência de aproximadamente 650 e 670 nm, 
respectivamente. 
 
Para a marcação das proteínas, primeiramente foram misturados 100μl de uma solução 
contendo 50 μM da proteína purificada no tampão de marcação (HEPES 50 mM pH 7.5, NaCl 
150 mM, MgCl2 10 mM ) com 100 μl de fluoróforo NT647 a 100 μM  e incubadas durante 16 
horas a 4 °C no escuro. Os fluoróforos não ligados à proteína foram removidos por 
cromatografia de filtração em gel em coluna PD-10 (Desalting column – GE) com tampão MST 
(HEPES 50 mM pH 7.5, NaCl 150 mM, MgCl2 10 mM, pH 7,4, DM a 0,17 %) como tampão 
de corrida. Posteriormente, a concentração real da marcação da proteína foi mensuarada usando 
NanoDrop. Foi utilizado o coeficiente de extinção ε280 de cada proteína e ε650 para o corante 
NT647. O grau de marcação entre proteína/fluoróforo foi de 1:1. 
 
 
6.8.2 Análises de MST 
A proteína marcada foi diluída em uma concentração final de 50 µM para MurF e 100 µM para 





tubos de PCR fornecido pela NanoTemper Technologies e procedeu-se a diluição seriada 1:1 
(16 vezes) no tampão MST em um volume final de 15µL. Depois foi adicionada a proteína 
marcada (1:1) para cada tubo contendo o titulante em um volume final de 30 µL. Essas amostras 
foram introduzidas em 16 capilares Standard e inseridos no equipamento de MST (Monolith 
NT.115) para as análises de termoforese e obtenção dos valores de Kd. Os sinais de MST foram 
analisados com MST e intensidade do LED a 20%. O experimento foi realizado a 22°C. 
 
6.9 Cross-linking químico utilizando DSS  
 
As proteínas purificadas (50 µM/cada) foram incubadas primeiramente com AMP-PNP, o qual 
é um análogo do ATP que não é hidrolisável e, portanto, a enzima permanece ativa, durante 1 
hora no gelo. Depois, foi adicionada a proteína parceira na proporção molar 1:1 e essa solução 
foi incubada novamente durante 1 hora no gelo. Ao final desta etapa, foi adicionado DSS, 
crosslinker químico que apresenta um grupo imidoester com aminas reativas e possui um braço 
espaçador de 11.4 Å, cuja reação é irreversível por se tratar de uma ligação covalente entre as 
lisinas que estão na superfície da proteína (Fig. 6.6). O DSS foi utilizado na proporção molar 
de complexo/crosslinker de 1:50. A reação de cross-linking foi realizada durante duas horas a 
25 °C. Posteriormente a reação foi interrompida com 100 mM de Tris-HCl pH 8 conforme as 
instruções do fabricante Thermo Fisher Scientific®. As amostras foram utilizadas para análises 
em gel de SDS-PAGE e espectrometria de massas.  
 






6.10 Espectrometria de massas 
 
Espectrometria de massas é uma técnica analítica de elevada acurácia, na qual 
moléculas em uma amostra complexa de proteínas são convertidas em íons em fase gasosa, que 
são subsequentemente separados através de um espectrômetro de massas de acordo com sua 
razão massa (m) sobre a carga (z), m/z. Isto permite a determinação das massas exatas das 
moléculas contidas em uma solução complexa (Paré e Yaylayan, 1997; Bugni, 2017). 
Existem duas técnicas de ionização: (1) electrospray (ESI, electrospray ionization) 
que é caracterizada pela produção de íons através da formação de um spray da solução a ser 
analisada dentro de um campo elétrico. Essa técnica permite a análise de biomoléculas grandes 
na sua forma intacta, como proteínas e DNA; e (2) ionização/dessorção a laser assistida por 
matriz (MALDI, matrix-assisted laser desorption/ionization), que produz íons protonados em 
fase gasosa pela excitação da molécula em análise. A energia para a excitação da molécula é 
proveniente da absorção da energia do laser pelo composto orgânico presente na matriz.  Os 
íons são produzidos a partir de uma molécula neutra pela remoção ou adição de um elétron ou 
próton (Bugni, 2017). 
Além disso, existem diferentes tipos de analisadores de massas que separam os íons 
através do campo magnético ou elétrico.  O tempo que os íons de diferentes massas levam para 
migrar certas distâncias pode ser mensurado por um analisador de massas do tipo 
“tempo de voo” (TOF, time-of-flight). Atualmente, o analisador de massas mais potente é o 
Orbitrap (Fig. 6.7) que é caracterizado pela captura de íons e sua análise é feita através das 
transformadas de Fourier. Este analisador permite calcular a massa exata da molécula, tem alto 














Figura 6.7. Esquema ilustrativo do espectrômetro de massas. Primeiramente a amostra em 
análise é ionizada através de ESI ou MALDI, em seguida as moléculas são isoladas e passam 
através de um analisador de massas que pode ser do tipo TOF ou Orbitrap, por exemplo. Então 
ocorre a fragmentação e detecção dos peptídeos e, finalmente os dados podem ser analisados 
por diferentes softwares. Imagem inspirada em Bugni (2017). 
 
Uma vez realizado o cross-linking entre os complexos binários, as proteínas purificadas foram 
submetidas às reações de redução e alquilação das cisteínas utilizando 0.24 mM de DTT 
(dithiothreitol) em 0.1 M de bicarbonato de amônio durante 30 minutos a 25 °C. Posteriormente, 
foi realizada a reação de alquilação com 1.4 mM de IAA (iodoacetamida) em 0.1M de 
bicarbonato de amônio durante 30 minutos a temperatura ambiente, no escuro. Finalmente, as 
amostras foram digeridas com tripsina 20 μg/mL-1 para uma razão final de 1:20 
tripsina/proteína. As proteínas digeridas foram secadas à vácuo e depois reconstituídas com 0.1 
% de ácido fórmico. A mistura de peptídeos foi analisada primeiramente no equipamento 
“NanoAcquity Ultra Performance LC coupled with nanoelectrospray source on Q-TOF Ultima 
mass spectrometer, Waters” e posteriormente no equipamento “NanoLC PROXEON EASY-
nLC II coupled with LTQ Orbitrap Velos ETD mass spectrometer, Thermo Scientific”. O 
ensaio foi realizado em colaboração com o grupo da Dr. Adriana Paes Leme no Laboratório de 
Espectrometria de Massas do Laboratório Nacional de Biociências (LNBio). 
Para análise dos cross-links, os arquivos de dados brutos foram gerados pelo Software Xcalibur 
versão 2.1 (Thermo Fisher Scientific) e foram convertidos para um formato de picos (mgf) 
usando o programa  Proteome Discoverer versão 1.4. Os arquivos genéricos do Mascot foram 
analisados usando o software MassMatrix (Xu e Freitas, 2007) para pesquisar automaticamente 
contra a sequência de cross-links. Os parâmetros para a análise de cross-linking foram a 
carbamidometilação (+57.021 Da) como modificação fixa, oxidação de metionina (+15.995 Da) 





(138.06808 Da) (Aragão et al., 2012). Os resultados da pesquisa que produziram potenciais 
peptídeos foram validados manualmente para as séries de íons b e y contendo cadeias α e β. 
 
6.11 Ensaios de Cristalização de MurG 
 
Os ensaios de cristalização foram realizados usando o método de difusão em vapor pela técnica 
de sitting drop com a proteína MurG purificada a 20 mg/ml em tampão contendo 50mM HEPES 
pH 7,5, 150 mM NaCl, 10 mM MgCl2, 5% glicerol e 2 CMC de DM e utilizando seis kits 
comerciais: Classics Suite, JCSG, PACT, PEGs-I, Salt Grid, Wizard I&II. Estes ensaios foram 
realizados na plataforma de cristalização ROBOLAB do Laboratório Nacional de Biociências 
- LNBio, assim como no Laborário High-Throughput Crystallisation (HTX) –EMBL 
(Grenoble). 
 
6.12 Cristalização dos complexos binários das enzimas Mur 
 
As proteínas purificadas foram incubadas com AMP-PNP durante 1 hora em gelo. Depois, pares 
de proteínas foram incubadas na razão molar 1:1 e novamente foram incubados no gelo durante 
1 hora. Os testes iniciais de cristalização foram realizados na plataforma de High-throughput 
do Laboratório Nacional de Biociências, RoboLab. Para a formação dos cristais foi utilizado o 
método de difusão em vapor a 18 °C. Foram testadas diversas soluções de cristalização 
disponíveis na plataforma do centro.  
Os testes de cristalização dos complexos MurC:MurD, MurC:MurF e MurD:MurF também 
foram realizados no HTX (EMBL-Grenoble). Primeiramente, as amostras purificadas a 5 
mg/ml cada foram incubadas com o substrato de cada enzima (1mM) e com AMP-PNP (2mM) 
e enviadas para a plataforma de cristalização. Foram testados 6 diferentes kits de cristalização. 
Foi utilizado o método sitting drop a 18 °C. Os substratos de cada enzima foram fornecidos 
pela Dra. Martina Hrast (University of Ljubljana, Faculty of Pharmacy, Slovenia). Substrato de 
MurC: UDP-N-acetilmuramoil (UM); Substrato de MurD: UDP-N-acetilmuramoil-Alanina 






7. RESULTADOS E DISCUSSÃO  
 
 
7.1 Expressão e purificação das enzimas Mur de Streptococcus pneumoniae 
 
Os testes de expressão das enzimas Mur mostraram que as proteínas podem ser 
expressas em diferentes condições de cultura. No entanto, as cepas de E. coli mais apropriadas 
para a expressão foram BL21 (DE3) e BL21 Ril. A cepa C43, no geral, não apresentou níveis 
altos de expressão e por esse motivo continuamos nosso protocolo com as cepas BL21 (DE3) e 
BL21 Ril. Para MurC, MurE e MurF utilizamos o clone número 1 de BL21 (DE3), em meio 
LB. As culturas bacterianas foram induzidas com 1 mM de IPTG durante 16 horas a 20 °C. Por 
outro lado, para MurD foi escolhido o clone número 2 de BL21 Ril, foi utilizado o meio TB e 
as culturas foram induzidas com 1 mM de IPTG durante 16 horas a 20 °C. Na Figura 7.1 
podemos observar as respectivas bandas das proteínas-alvo em gel de SDS PAGE no tamanho 






Figura 7.1. Teste de expressão de MurC, MurD, MurE e MurF. O experimento foi realizado 
usando três clones diferentes de cada bactéria. Os géis SDS-PAGE 15% mostram níveis mais 






As proteínas MurC, MurD e MurF são altamente solúveis e estáveis. No entanto, a 
purificação de MurE exigiu condições mais rigorosas, possivelmente devido à hidrofobicidade 
ou à natureza parcialmente insolúvel dessa proteína. Embora MurE esteja localizada no 
citoplasma da célula, sua purificação foi possível somente com a utilização de detergentes para 
manter sua solubilidade. Apesar deste tratamento, foi observada uma certa degradação 
intrínseca da proteína durante o processo de purificação.  
 
7.2 Estados oligoméricos das proteínas MurC, MurD, MurE, MurF e MurG de 
Streptocooccus pneumoniae  
 
Durante a purificação das enzimas Mur em coluna de filtração em gel (Fig. 7.2) foi 
observado o comportamento oligomérico destas proteínas e por esse motivo foram realizados 
ensaios de SEC-MALS/OMNISEC para caracterizar o tamanho dos oligômeros formados  em 
solução. 
A oligomerização é uma propriedade comum das proteínas e está presente em todos 
os sistemas biológicos. É estimado que pelo menos 35% de todas as proteínas nas células são 
oligoméricas. Além disso, algumas proteínas somente apresentam atividade quando estão na 
forma oligomérica. Portanto, a modulação desse processo de oligomerização é crucial para o 
desenvolvimento de novas estratégias de inibidores devido ao papel biológico que apresentam 










Figura 7.2. Purificação de enzimas MurC, MurD, MurE e MurF de S. pneumoniae através de 
cromatografia de filtração em gel em coluna HiLoad Superdex 200 16/600. À esquerda, são 
mostrados os perfis cromatográficos de cada proteína. À direita, os géis SDS-PAGE mostram 
as frações eluídas de cada proteína-alvo.  
 
Os resultados das análises individuais das enzimas Mur através das técnicas SEC-
RALS/LALS e SEC-MALS confirmaram que essas enzimas formam oligômeros em solução 
(Fig 7.3). Além disso, o comportamento oligomérico dessas proteínas é dependente da 
concentração proteica, como por exemplo, no caso de MurC na qual em baixas concentrações 
apresenta somente a forma monomérica, embora em concentrações acima de 2mg/mL seja 







Figura 7.3. SEC-RALS/LALS e SEC-MALS das enzimas Mur de Streptococcus 
pneumoniae. (A) Enzima MurC. (B) Enzima MurD, (C) Enzima MurF, (D) Enzima MurE, (E) 
Enzima MurG sem o detergente DM (SD) e (F) Enzima MurG com detergente DM a 2CMC 
(CD). O perfil das análises mostra o índice de refração em vermelho e o peso molecular em 
azul.  As amostras MurC, MurD e MurF (50 µL/cada) foram injetadas em coluna Superdex 200 
10/300 GL acoplada aos detectores de UV, RI e LS em SEC-MALS. As enzimas MurE e MurG 








No gráfico de MurC (Fig 7.3a) é possível observar claramente somente um pico de 
índice de refração com eluição de aproximadamente 14 mL (chamado de Pico 3 na tabela 4). 
Porém, as análises mostraram que também existem dois picos de menor intensidade, o primeiro 
que elui a 10 mL (Pico 1) e o segundo a 11 ml (Pico 2). Os picos 1 e 2 estão presentes somente 
em experimentos nos quais a concentração inicial de MurC empregada foi superior a 2 mg/ml. 
Já para MurD (Fig. 7.3b) e MurF (Fig. 7.3c) observamos dois picos, também de intensidades 
diferentes: o primeiro que elui a 11 ml (Pico 1) e o segundo a 14 ml (Pico 2). A análise da 
enzima MurE (Fig. 7.3d) mostrou um único pico e a proteína encontra-se somente no estado 
dimérico. 
A proteína MurG (Fig. 7.3 e/f) pode se apresentar em diferentes estados 
oligoméricos dependentes da concentração de detergente, sendo que as análises através do SEC- 
RALS/LALS  mostraram que a proteína sem detergente (Fig. 7.3e) forma grandes agregados 
ou oligômeros, embora quando purificada com 2CMC de DM se apresenta como um 
monômero.  
A agregação de MurG in vitro na ausência de detergente suporta a hipótese da 
presença de uma região hidrofóbica que, in vivo poderia ser responsável pela ligação com a 
membrana plasmática (Ha et al., 2000; Mohammadi et al., 2007), assim como é sugerido para 
MurG de E. coli (Hu et al., 2003). Esta região hidrofóbica pode também ser responsável pela 
associação de monômeros de MurG em formas de maior peso molecular, tais como oligômeros 





















Merten et al., (2012) mostraram através de ensaios de cross-linking e espalhamento 
de luz dinâmico (DLS) que a proteína LptA, responsável pelo transporte do LPS em bactérias 
Gram-negativas, como por exemplo E. coli, tende a formar oligômeros que são dependentes da 
concentração da proteína em solução. Provavelmente, o comportamento oligomérico desta 
proteína está envolvido na execução do transporte de LPS através da membrana externa de 
bactérias Gram-negativas, aumentando assim sua virulência contra a célula hospedeira.  
Deste modo, acreditamos que a formação de oligômeros pelas enzimas Mur tenha 
uma importante relevância no contexto biológico para a formação dos precursores do 
peptideoglicano, uma vez que a oligomerização é um processo de adaptação das proteínas para 





Este fato é essencial para os processos de divisão celular em bactérias, já que é um processo 
dinâmico e que exige a coordenação de vários complexos celulares em um curto espaço de 
tempo (Typas et al., 2015).  
Além disso, também acreditamos que o comportamento oligomérico destas 
proteínas seja um mecanismo de ação para que possam interagir entre elas e, desta forma 
otimizar a produção dos precursores do peptideoglicano no citoplasma durante as etapas de 
elongação e divisão celular. Muitos autores mostraram que as enzimas Mur podem interagir 
com outras enzimas envolvidas na síntese do peptideoglicano (White et al., 2010; Gaballah et 
al., 2011; Favini et al., 2013; Kouidmi et al., 2014).  
No entanto, atualmente não existem dados na literatura que mostrem a interação 
proteína-proteína direta entre as ligases Mur (Munshi et al., 2013; Kouidmi et al., 2014), o qual 
representa uma verdadeira lacuna para a síntese do peptideoglicano  Deste modo, isto se torna 
especialmente importante para a compreensão detalhada do processo biológico da formação do 
Lipideo II, e também para o desenvolvimento de novos fármacos que possam bloquear este 
processo essencial para a célula. Sendo assim, e apoiados pelos resultados acima que indicaram 
que as enzimas Murs formam oligômeros, os quais são dependentes da concentração de proteína 
utilizada, continuamos os nossos estudos caracterizando a interação entre as enzimas Mur 
individuais e também com MurG, enzima proposta como sendo um alicerce para todas as outras 
enzimas Mur citoplasmáticas.  
 
 
7.3 Caracterização de MurG de Streptococcus pneumoniae 
 
Os ensaios de expressão da proteína MurG foram realizados de acordo com as 
condições descritas nos materiais e métodos. Todas as amostras foram padronizadas com a 






Figura 7.4. Teste de expressão da proteína MurG de S. pneumoniae. Para este ensaio foi 
utilizada a cepa de expressão BL21 Star nos meios de cultura LB, TB e meio mínimo com 
temperaturas e tempos variados. Também foram testadas três concentrações de IPTG em 









Depois de realizar diferentes testes de expressão foi observado que o meio de auto-
indução foi o mais apropriado para a expressão de MurG, pois diferente dos outros meios de 
cultura utilizados, esse meio permitiu a expressão de grandes quantidades da proteína 
recombinante sem a interferência de muitos contaminantes. Somente após 20 horas de 
crescimento bacteriano as células iniciaram a produção de MurG. Como padronização do ensaio 
de expressão utilizamos o tempo de indução de 25 horas (Fig. 7.5). 
 
Figura 7.5. Teste de expressão de MurG de Streptococcus pneumoniae utilizando meio de auto-
indução. Os resultados analisados em gel de SDS-PAGE mostraram que, após 22 horas de auto-
indução a proteína recombinante começou a ser expressa por BL21 Star. 
 
 
Por outro lado, a análise da fração insolúvel dos testes de expressão de MurG 
através de gel de poliacrilamida (Fig. 7.6) mostraram que uma parte significativa da proteína 
permanece na fração insolúvel, uma vez que MurG está associada com a superfície 






Figura 7.6. Análise das frações insolúveis de MurG de Streptococcus pneumoniae nos 
diferentes métodos de expressão utilizados previamente. 
 
 
Após a análise dos resultados obtidos na padronização do ensaio de expressão de 
MurG foi necessária a utilização de detergentes para a extração da proteína da membrana 
plasmática, para isto utilizamos dois detergentes diferentes:  DDM e DM. A proteína foi 
purificada utilizando coluna de afinidade StrepTrap (Fig. 7.7) e coluna de exclusão molecular 
Superose 6 10/300 GL. Além disso, diferentes valores de CMC (Concentração Micelar Crítica) 
de cada detergente foram testadas com a finalidade de caracterizar os estados de oligomerização 















Figura 7.7. Purificação de MurG de S. pneumoniae. A primeira imagem mostra o perfil 
cromatográfico da proteína purificada por coluna Strep-Trap e no lado direito é mostrado o gel 
de SDS-PAGE correspondente aos passos de purificação.  
  
 
Figura 7.8. Abordagens de purificação de MurG. Na primeira abordagem (A) foi utilizado 





fração insolúvel utilizando 0,5 % de DDM. É possível observar que existe uma grande 
quantidade de proteína sendo eluída no volume morto da coluna (≈8 mL) em ambas as imagens, 
porém a imagem B mostra que o volume de eluição de MurG sofre um deslocamento para a 




Figura 7.9. Superimposição dos perfis cromatográficos das purificações de MurG com e 
sem detergente. Purificação de MurG sem detergente (verde). Purificação de MurG com 
detergente (rosa). Ovalbumina (≈40 kDa) foi utilizado como controle para estimar a massa 




Deste modo, concluímos que com a utilização de DDM para a solubilização da 
proteína durante a fase inicial de extração da proteína da membrana foi mais eficiente e, além 
disso, foi possível observar a menor quantidade da proteína no volume morto da coluna de 















Figura 7.10. Purificação de MurG através de cromatografia de exclusão molecular em coluna 
Superose 6 10/300. Ovoalbumina foi utilizada como controle para estimar o peso molecular da 
proteína alvo. MurG (azul) Ovalbumina (rosa).  
 
 
Comparando o perfil cromatográfico da purificação de MurG (Fig. 7.11a) em 
relação à curva de calibração da coluna (Fig. 7.11b), podemos observar três picos, o primeiro 
correspondente ao volume morto da coluna, ou seja, neste caso a proteína está agregada. O 
segundo pico apresenta uma massa molecular correspondente aos valores de Tireoglobulina 
(669 kDa) e Ferritina (440 kDa). O terceiro pico corresponde ao monômero de MurG. Neste 
caso, podemos afirmar que o estado de oligomerização de MurG é inversamente proporcional 
à quantidade de detergente usado no tampão de purificação. Assim, é possível estabelecer a 
relação entre detergente e estado de oligomerização, ou seja, quanto mais detergente é usado na 
purificação menos olígomeros de MurG são formados em solução. A situação inversa também 
é verdadeira, ou seja, quanto menor a concentração de detergente no tampão maior é a 
concentração de MurG na forma oligomérica. Porém, mesmo que a concentração de detergente 










Figura 7.11. Gel filtração analítica da proteína MurG utilizando diferentes concentrações de 
detergente (DM): 0.2 CMC, 0.5 CMC, 1 CMC, 2 CMC e 4 CMC. Também foi feita a 
purificação sem detergente (Imagem A). A imagem (B) mostra as curvas de calibração da 
coluna Superose 6 10/300 GL (volume morto da coluna ≈ 8 mL).   
 
A observação da multimerização de MurG maiores que dímeros é inédita, pois até 
o presente momento MurG foi identificada somente como monômero e dímero através da 
cristalografia de raios-X (Ha et al., 2000; Brown et al., 2013). No entanto, outras proteínas 





podendo ser dímeros ou grandes oligômeros (Evans and O’reilly, 1998; Peters et al., 1989; 
Ariga, 2011). A habilidade de MurG de se auto associar pode ser considerada um processo 
dinâmico, importante para a montagem do mega-complexo entre as ligases Mur e isso pode ser 
explorado como um mecanismo regulatório espacial e temporal do controle celular para a 
síntese do peptideoglicano. O comportamento de oligomerização pode corresponder a 
diferentes estados de ativação da enzima, embora sejam necessários mais estudos com a 
finalidade de compreender a relevância biológica estrutural e funcional para a formação desses 
grandes oligômeros e sua dinâmica. 
 
 
7.4 Cristalização de MurG 
 
Depois que MurG foi purificada através de cromatografia de filtração em gel, a 
proteína foi concentrada a 20 mg/ml e utilizada para ensaios de cristalização na plataforma 
RoboLab (LNBio), utilizando o método sitting drop. Depois de analisar os resultados da 








Figura 7.12. Refinamento manual dos cristais de MurG de S. pneumoniae pelo método hanging 
drop em placas de 24 poços. (A) Cristais de MurG usando uma solução de 0,2 M de formato de 
magnésio, (B) 0,3 M de formato de magnésio, (C) 0,4 M de formato de magnésio; (D) 0,5 M 
de formato de magnésio, (E) 0,8 M de formato de magnésio e (F) 1 M de formato de magnésio. 
As placas de cristalização foram incubadas a 18°C. 
 
Os cristais de MurG apresentados na figura acima cresceram em aproximadamente 
14 dias após a realização das placas de cristalização a 18 °C. A qualidade dos cristais foi 
substancialmente melhorada com o aumento da concentração de formato de magnésio até 1 M, 
mas permaneceram demasiadamente pequenos para serem difratados no Laboratório Nacional 
de Luz Síncrotron (LNLS) devido ao tamanho do feixe de luz da linha MX2 não ser compatível 
com cristais muito pequenos. Por este motivo, os cristais de MurG (Fig. 7.12f) foram enviados 
para o European Synchrotron Radiation Facility (ESRF) de Grenoble, França. A coleta dos 
cristais foi realizada e o padrão de difração foi compatível com o padrão de difração de 
proteínas, embora tenha difratado com aproximadamente 4 Å e não tenha sido possível a análise 
dos dados.  
 
Para a otimização dos cristais de MurG foram utilizadas diferentes soluções, tais 
como tampão (HEPES pH 6 – 7.5), sais (0.2M de Sulfato de magnésio e cloreto de sódio) 
agentes precipitantes (PEG 400 e PEG 8000 em uma faixa de 15 a 20%) e aditivos (detergentes 
DM e DDM) juntamente com a solução inicial de 1M de formato de magnésio. Mesmo com 
essas otimizações ainda não foi possível obter cristais únicos e maiores. Devido a isto, o 
processo de otimização ainda está em fase de desenvolvimento. Estão sendo testadas diferentes 
concentrações de proteína, assim como a proporção dos volumes finais entre solução de 
cristalização e proteína. Além disso, as placas de cristalização foram incubadas em diferentes 
temperaturas com a finalidade de diminuir a taxa de nucleação dos cristais.  
 
Os processos de padronização de purificação de MurG com os diferentes protocolos 
foram realizados com sucesso. Foi possível observar que o estado de oligomerização da proteína 
é dependente da concentração final de detergente na solução. Sendo assim, as diferentes formas 
de MurG foram testadas utilizando técnicas biofísicas diferentes para analisar a capacidade de 
interação com as ligases Mur. Estes resultados são essenciais para a compreensão e 





7.5 Interações proteína – proteína 
 
As interações entre proteínas desempenham importantes funções nas células das 
bactérias. A síntese do peptideoglicano é um processo dinâmico e temporário que exige a 
participação de diversas enzimas que formam uma rede complexa de interação proteína-
proteína para que ocorra a divisão e elongação da bactéria (Fig. 7.13).  
 
 
Figura 7.13. Esquema ilustrativo da rede de interações entre diversas proteínas 
responsáveis pela síntese do PG. Através desse esquema as proteínas MurG, MraY e MurC-
F são identificadas interagindo umas com as outras. Modelo gerado pelo software STRING 
(versão 10.5) através dos indíces de confiança, os quais são baseados em dados experimentais, 
fusão de genes, vizinhança dos genes e banco de dados. 
 
Uma vez que as proteínas foram purificadas, iniciamos a análise dos complexos 





objetivo de detectar a formação dos complexos. Depois de várias tentativas usando diferentes 
condições, não conseguimos obter nenhum complexo à medida que as proteínas continuavam 
eluindo no mesmo volume. No entanto, a falta de formação de um complexo das enzimas Mur 
utilizando a técnica de gel filtração suporta a teoria existente de que as interações entre essas 
proteínas são fracas e transientes na natureza. Portanto, o uso de outras técnicas biofísicas que 
poderiam detectar e medir interações proteína-proteína ou dissociação em relação ao período 
de tempo selecionado seriam críticas para identificar interações transientes entre essas 
proteínas. Pelos motivos descritos no texto decidimos analisar as possíveis interações entre as 
enzimas Mur através de técnicas biofísicas como ultracentrifugação analítica, termoforese em 
micro-escala e  crosslinking químico associado à espectrometria de massas. 
 
 
7.6 Ultracentrifugação analítica – método de velocidade de sedimentação 
 
Foi realizada a técnica de ultracentrifugação analítica pelo método de velocidade 
de sedimentação dos complexos binários MurC-MurD, MurC-MurF e MurD-MurF com a 
finalidade de caracterizar a formação desses possíveis complexos em solução. Os complexos 
que envolviam as proteínas MurG e MurE não foram conclusivos devido ao baixo sinal de  
absorbância das amostras e também pelos diversos valores de coeficiente de sedimentação para 
as proteínas individuais. Por este motivo, estes dados não são apresentados neste trabalho. 
Os picos referentes ao coeficiente de sedimentação c (s) de cada proteína individual 
MurC, MurD e MurF bem como os complexos binários formados entre essas proteínas são 












Figura 7.14. Resultados de ultracentrifugação analítica pelo método de velocidade de 
sedimentação c(s) dos complexos binários de Mur. Perfis de sedimentação de velocidade de 
MurC, MurD e MurF usando o software Sedfit. Resultados da análise de c (s) para os complexos 
MurC + MurF (A), MurD + MurF (B), MurD + MurC (C). A imagem D ilustra os resíduos de 
MurD + MurF. As amostras foram analisadas a 0,2 mg/ml, 0,5 mg/ml e 1 mg/ml, a 20 °C com 
uma velocidade de 30.000 rpm e um monitoramento da absorbância a 280 nm. Para a análise 







Podemos observar que os picos referentes ao coeficiente de sedimentação dos 
complexos binários possuem um valor intermediário em relação às proteínas individuais (Fig. 
7.14). Normalmente, é esperado que o complexo entre duas proteínas apresente uma massa 
molecular maior e, portanto, apresente um maior valor de c (s). No entanto, Zhao et al., (2013) 
explicam como os valores de c (s) intermediários podem representar as interações proteína-
proteína que são fracas, porém significativas. De acordo com esses mesmos autores, em 
situações onde as reações de associação-dissociação são rápidas em comparação com a escala 
de tempo da separação, apenas um único pico em c(s) é observado, o que representa um limite 
de interação. Assim, a amostra analisada pode ser uma mistura heterogênea e dinâmica dos dois 
monômeros e um complexo. A Tabela 7.2 mostra os resultados obtidos através da 
Ultracentrifugação analítica pelo método de velocidade de sedimentação.  
 
Tabela 7.2. Resultados das análises dos complexos binários das enzimas Mur obtidos através 
das análises de ultracentrifugação analítica (método de velocidade)  
 
É possível observar que o volume parcial específico da partícula (Vbar) dos 
complexos binários é menor ou intermediário ao Vbar da proteína individual. Além disto,  o 
coeficiente friccional do complexo é menor ou igual ao da proteína quando analisada 
individualmente. Esses dados corroboram nossa hipótese que as interações entre as Mur ligases 
possam ser transientes. Também, quando estas proteínas estão complexadas a conformação 
estrutural pode se tornar mais compacta e, por este motivo podemos observar esses valores 
intermediários de Vbar e coeficiente friccional.  
Estes resultados foram os primeiros indícios de que as ligases Mur poderiam, 





para investigar a formação dos complexos e também medir as constantes de dissociação entre 
essas proteínas através da técnica de termoforese em micro-escala (MST). 
 
 
7.7 Termoforese em Micro-escala (MST) 
 
A técnica de MST é altamente sensível para determinar quaisquer alterações no 
tamanho, carga e solvente da molécula, permitindo a detecção de interações entre duas proteínas 
(Jerabek-Willemsen et al, 2011). Este ensaio foi realizado com dois corantes fluorescentes que 
se ligam à lisinas: FITC e NT647. Os primeiros experimentos estabelecidos foram realizados 
usando FITC, mas a marcação fluorescente das proteínas não foi satisfatória devido ao auto-
quenching do corante. Por este motivo, o segundo conjunto de dados de MST foi realizado 
usando NT647, o qual permitiu a detecção de potenciais complexos binários entre as enzimas 
















Figura 7.15. Análise de MST. Detecção dos complexos binários entre as proteínas Mur de S. 
pneumoniae utilizando o equipamento Monolith® NT.115. O eixo X mostra a concentração da 
proteína titulada (ligante) em nM. O eixo Y mostra os valores de absorbância para a proteína 
marcada. As barras de erro correspondem ao desvio padrão; todas as análises foram realizadas 
em triplicata. (A) MurC:MurE (B) MurC:MurG (C) MurD:MurC (D) MurD:MurE (E) 
MurD:MurG (F) MurF:MurC (G) MurF:MurD (H) MurF:MurE (I) MurF:MurG (J) 
MurG:MurD. Para a análise dos dados foram utilizados os softwares GUSSI versão 1.3.2 e 
Monolith NT.115 data analysis. Foi utilizado lisozima como controle negativo de todas as 
reações de MST. 
 
A Tabela 7.3 mostra os parâmetros utilizados no experimento de MST e os 









Tabela 7.3. Análise dos resultados de MST dos complexos binários das enzimas Mur 
  
Embora nossos dados de filtração em gel para a análise dos complexos binários 
tenham indicado que não há interação entre essas proteínas, os dados de AUC mostraram os 
primeiros indícios de interações transientes entre as enzimas Mur. Os resultados de MST, 
descritos acima, confirmam que as enzimas Mur interagem entre si. De uma maneira bastante 
interessante, observa-se que as constantes de dissociação para a associação entre as ligases 
‘puramente citoplasmáticas’ tem tendência a ser mais forte do que destas com MurG, proteína 
associada a membrana e proposta como sendo o alicerce do complexo. Mesmo assim, é 
surpreendente que os KDs determinados por esta técnica sejam da ordem do nanomolar, 
enquanto que outras técnicas biofísicas empregadas neste estudo sugerem que as afinidades 
sejam transientes. 
O que poderia explicar essa discrepância entre as duas diferentes análises de AUC 
e MST? Imaginamos que seja a concentração da amostra empregada em cada teste. A técnica 
de AUC não permite que altas concentrações de proteína sejam analisadas e deste modo, os 
ensaios realizados com os complexos binários não permitiram a formação de um complexo 





intermediários que poderiam representar os monômeros de ambas as proteínas e o complexo 
entre elas. No entanto, para os ensaios de MST as proteínas foram concentradas acima de 2 
mg/ml e, de acordo com os resultados de SEC-MALS as enzimas Mur formam oligômeros.  
Nossa hipótese é que existe um subcomplexo entre as Mur ligases (MurC-MurE) 
quando se encontram na forma oligomérica. Além disso, nossos dados estão de acordo com os 
dados apresentados por Favini et al., (2013) no qual é mostrado a interação de MurG com as 
Mur ligases, porém com uma constante de dissociação mais baixa na ordem de 0.3 a 0.5 µM. 
A formação de oligômeros pelas proteínas garante imensas vantagens para as 
funções biológicas, tais como aumentar os locais de sítio ativo, aumentar as superfícies de 
interação e além disso, produzir redes de interações entre proteínas que as permitem 
desempenhar os diversos processos celulares de uma forma rápida e dinâmica (Kimata-Ariga 
et al., 2013).  
Os resultados de MST apresentados por Batoulis et al., (2016) mostraram que a 
interação da proteína de membrana SNAP25, responsável pelo transporte de íons pela 
membrana, com o Ca2+ é dependente da sua concentração em solução, ou seja, a proteína se 
oligomeriza quando as concentrações de cálcio na célula aumentam e deste modo, é 
desencadeado o transporte deste íon através da membrana. Então, a oligomerização de proteínas 
pode ser desencadeada por diversos fatores, sejam eles relacionados à íons ou a concentração 
de proteínas na solução. Esse processo de oligomerização é dinâmico e pode ser reversível de 
acordo com a demanda biológica da célula. 
Por outro lado, Kimata-Ariga et al., (2013) mostram que a formação do complexo 
in vitro entre a ferrodoxina e a redutase ferrodoxina-NADP+ é dependente da oligomerização, 
que por sua vez é dependente da concentração de proteína na solução. Originalmente, 
acreditava-se que esse complexo era proveniente de um fenômeno artificial observado somente 
na estrutura cristalográfica, pois nos ensaios biofísicos não era possível observar a formação de 
complexos. No entanto, estes mesmos autores mostraram pela primeira vez que a concentração 
de ambas proteínas utilizadas para formar o complexo era muito menor do que a necessária para 
formar um complexo in vivo. Assim, quando a concentração de ambas proteínas foi aumentada 
iniciou-se o processo de oligomerização desencadeando a formação do complexo entre elas.  
Tendo em vista todos os resultados provenientes de AUC e MST decidimos 





utilizando DSS juntamente com a análise por espectrometria de massas, com a finalidade de 
analisar precisamente a superfície de interação que são responsáveis pelas interações proteína-
proteína. 
 
7.8 Cross-linking/ Espectrometria de Massas 
 
Para confirmar a formação de complexos entre as proteínas desse estudo também 
utilizamos a técnica de cross-linking químico com suberato de disuccinimidilo (DSS) com um 
braço espaçador de 11,4 Å que tem  a capacidade de reagir com grupos de amina, e geralmente 
é usado para identificar as possíveis interfaces entre proteínas (Zhou, Li e Wang, 2016). 
Antes de iniciarmos os ensaios com DSS as amostras de todas as enzimas Mur 
purificadas foram analisadas através de gel SDS PAGE como controle da reação de crosslink 
para evitar falsos-positivos. Deste modo garantimos que as amostras estavam puras e não 
apresentavam massas moleculares superiores a 100 kDa, o qual representaria a massa molecular 
aproximada de duas moléculas complexadas (Fig. 7.16). 
 
Figura 7.16. Proteínas MurC, MurD, MurE, MurF e MurG purificadas através de cromatografia 
de afinidade e SEC. As proteínas têm aproximadamente 50 kDa e estão identificadas pelo (*). 
 
 
As proteínas Mur purificadas foram incubadas com DSS em combinações 





superior a 50 kDa no gel mostraram que a reação de cross-linking foi bem sucedida, no entanto, 
não foi possível identificar se o complexo formado pertencia a duas proteínas idênticas ou 
diferentes, uma vez que os pesos moleculares de todas as enzimas Mur são semelhantes, 
tornando difícil visualizá-los separadamente através do gel. Por esse motivo, decidimos analisar 
as amostras através de espectrometria de massas para averiguar se os complexos formados entre 
as enzimas Mur eram entre duas proteínas diferentes ou entre a mesma proteína. 
 
Uma vez que as reações de cross-linking entre as enzimas Mur foram realizadas as 
amostras foram aplicadas em gel de gradiente SDS PAGE para a correta separação dos 
complexos formados e monômeros de proteínas. Posteriormente, as bandas do gel contendo os 
complexos foram digeridas com tripsina e enviadas para análise de espectrometria de massas 
no Laboratório Nacional de Biociências (LNBio).  
A espectrometria de massas tem emergido nesses últimos anos como uma das 
principais técnicas para identificar e quantificar proteínas além da determinação de complexos 
de proteínas.  Vários métodos podem ser empregados para essa análise, como por exemplo o 
cross-linking químico de proteínas seguido pela identificação dos peptídeos através da 
espectrometria de massas. Esse novo método combinado com a cristalografia, por exemplo, 
fornece novas estratégias para a validação das interações entre complexos proteicos relevantes 
para os processos biológicos (Sinz, 2003; Rappsilber, 2011; Holding, 2015; Leitner, 2016).  
As análises dos peptídeos provenientes do cross-linking através de espectrometria 
de massas possuem muitas vantagens (Sinz, 2003): 
 A massa da proteína ou do complexo de proteínas é teoricamente ilimitada, pois os 
peptídeos em análise são fragmentados; 
 As análises são rápidas e normalmente são necessárias pequenas quantidades de 
proteína;  
 É possível obter informações sobre a estrutura tridimensional das proteínas em solução, 
e as regiões flexíveis da proteína são prontamente identificadas. 
  
A técnica de cross-linking acoplada à espectrometria de massas é um método 





et al., (2010) com a RNA polimerase II, apresentou erros menores que 1% tanto nas análises 
com baixo quanto com altos índices de confiabilidade. 
A validação dessa técnica de cross-linking/espectrometria de massas tem sido 
marcada pela identificação de complexos entre várias proteínas. Por exemplo, essa técnica foi 
utilizada para fornecer um mapa topológico do complexo de proteínas humanas “Nup84” 
através da separação dos complexos por gel SDS PAGE e identificação das proteínas que 
sofreram crosslink (Rappsilber et al., 2000). Também foi usada para a identificação do 
complexo de proteínas bacterianas “Ffh.FtsY” (Chu et al., 2004), o complexo das proteínas 
humanas “Ndc80’ (Maiolica et al., 2007), e o complexo entre a proteína MunC13 e calmodulina 
(Dimova et al., 2009). Também foi realizada a modelagem computacional do complexo phi29 
(Fu et al., 2010). Além disso, essa técnica foi usada com sucesso através da comparação entre 
os dados de crosslinks associados à estrutura cristalográfica do complexo entre a RNA 
polimerae II juntamente com seu fator de transcrição IIF (Chen et al., 2010). E por fim, foram 
identificados crosslinks entre os membros do complexo ribossomal 80S (Liu et al., 2015). 
 
No caso dos experimentos efetuados nesta tese, a primeira análise das amostras foi 
realizada no equipamento Q-TOF para confirmar a identidade das proteínas Mur. Nesse ensaio 
foram detectados crosslinks intra-peptídeos e inter-peptídeos como mostrado na Figura 7.17. 
 
 
Figura 7.17. Representação esquemática dos crosslinks intra e inter-peptídeos encontrados 
através da análise de espectrometria de massa no equipamento Q-TOF. A imagem foi gerada 






A primeira evidência de crosslinks inter-peptídeos foi proveniente das análises das 
amostras através de um analisador de massas de peptídeos de baixa resolução. Portanto, 
decidimos usar o equipamento com analisador de massas do tipo Orbitrap que apresenta alta 
resolução para confirmar a formação de complexos entre as proteínas. Uma nova reação de 
cross-linking foi realizada em triplicata técnica, usando uma mistura contendo 50 μM de cada 
uma das proteínas Mur em cada reação. As proteínas foram digeridas com tripsina e foram 
enviadas para a identificação das massas fragmentadas de cada peptídeo. Depois de analisar os 
espectros foi possível identificar crosslinks entre peptídeos de proteínas diferentes (crosslink 
inter-peptídeo) e crosslinks entre proteínas iguais (crosslink intra-peptídeo). Os resultados 
obtidos das análises são mostrados na Tabela 7.4.  A validação manual de cada espectro gerado 
pelas fragmentações dos peptídeos está em andamento sob a supervisão da Dra. Adriana Paes 
Leme e Dra. Daniela Granato do grupo de espectrometria de massas do Laboratório Nacional 
de Biociências (LNBio). 
 
Tabela 7.4. Principais cross-links encontrados nas análises dos complexos das enzimas Mur 
 
 
Proteínas Sequência peptídica [posição do cross-linking]
ALAK($1)R NK($1)K [MurC k396; MurD k95]
MK($1)VIDQFK NK($1)K [MurC k396; MurD k2]
EHLK($1)TFAGVK K($1)DSLTFK [MurC 290:299; MurF 262:268]
TFAGVK($1)R YK($1)TYK [MurC 294:300; MurF 137:141]
MurC:MurG MK($1)ASKELK TFAGVK($1)R + OxiM(1) [MurC 294:300; MurG 350:357]
K($1)MVILGQSAER K($1)DSLTFK [MurD 374:384; MurF 262:268]
K($1)MVILGQSAER K($1)VVR [MurD 374:384; MurF 243:246]
VIDQFK($1)NK K($1)VVR [MurD 3:10; MurF 243:246]
NPGIPYNNPMIEK($1)ALAK K($1)VVR [MurD 79:95; MurF 243:246]
DLTSK($1)TEATVVPFSTLEK  K($1)VVR  [Mur D231:248; MurF 243:246]
EVDHGDVK($1)VEDLANK VQGSDVEK($1)YYFTQR [MurC 379:393; MurC 29:42] 
TFAGVK($1)R QK($1)YPSK [MurC 294:300; MurC 332:337]
EVDHGDVK($1)VEDLANK  INK($1)K  [MurC 379:393; MurC 394:397]
EVDHGDVK($1)VEDLANK  VQGSDVEK($1)YYFTQR  [MurC 379:393; MurC 29:42]
LVESLENEDK($1) K($1)DSLTFK [MurF 459:468; MurF 262:268]
LVESLENEDK($1)  K($1)VVR  [MurF 459:468; MurF 243:246]
K($1)DSLTFK TEWK($1)K [MurF 262:268; MurF 320:324]
K($1)DSLTFK  YK($1)TYK  [MurF 262:268; MurF 137:141]






































Se observamos a posição dos crosslinks encontrados entre as enzimas MurC:MurD 
por exemplo, o crosslink ocorre entre a lisina 396 de MurC (K396) e lisina 95 de MurD (K95). 
Neste caso, o resíduo K396 de MurC faz parte do domínio C-terminal, responsável pela 
liberação do produto que será o substrato para a próxima enzima, MurD. Além disso, o resíduo 
K95 de MurD está localizado no domínio N-terminal da protéina sendo o responsável por 
receber o substrato de MurC. Ou seja, o crosslink identificado faz sentido biológico e foi 
encontrado em duas das três triplicatas técnicas, mostrando que não é uma ligação eventual 
ocasionada pela alta concentração de proteínas na solução. 
Também foram encontrados muitos crosslink intra-peptídeos, sugerindo que essas 
proteínas têm a capacidade de formar oligômeros, e portanto,  esses resultados corroboram com 
os dados de SEC-MALS que também mostram a formação de oligômeros dependentes da 
concentração de proteína em solução. 
Sendo assim, a partir dos resultados obtidos através das análises dos crosslinks foi 
possível esquematizar um modelo de interação entre as enzimas Mur (Fig. 7.18). O modelo do 
mega-complexo é conectado por linhas, as quais representam os crosslinks encontrados entre 
duas diferentes proteínas. As linhas mais grossas mostram que mais crosslinks foram 
encontrados entre as proteínas, enquanto que as linhas finas mostram um menor número de 
crosslinks encontrados entre os complexos binários.  
Neste modelo, MurE não faz parte do mega-complexo Mur. Acreditamos que as 
análises com MurE não apresentam resultados positivos com esta técnica por que durante os 
experimentos de cross-linking com DSS a proteína precipitou em grande quantidade, talvez 
pelo uso de DMSO que é o solvente do DSS e também por que a reação ocorre a temperatura 
ambiente e, desta forma a proteína está propensa à instabilidade, gerando degradação e 
precipitação.  
Por outro lado, como descrito por Rappsilber, (2011) nem todos os crosslinks que 
foram formados entre os peptídeos podem ser identificados, uma vez que a detecção de grandes 
peptídeos pode mascarar outros picos de peptídeos menores. Além disso, os peptídeos 









Figura 7.18. Esquema que mostra as possíveis interações entre as proteínas Mur com base nos 
resultados da análise da espectrometria de massa no equipamento Orbitrap. As linhas grossas 
que ligam MurF com MurC e MurD representam um número elevado de crosslinks encontrados 
entre eles. 
 
Este modelo esquemático, baseado nos resultados de espectrometria de massas, 
mostra de forma inédita a existência de um mega-complexo entre as enzimas Mur. Além disso, 
esses dados estão de acordo com nossas análises de MST que também mostram a interação 
entre essas proteínas. Também podemos observar que a presença dos oligômeros que são 
dependentes da concentração de proteína na solução são essenciais para a interação entre as as 
enzimas Mur. Hipoteticamente, esses oligômeros podem ser formados na célula para 
desencadear uma rede de interações proteína-proteína com a finalidade de otimizar a produção 
dos precursores do peptideoglicano durante a divisão celular e assim, garantir a sobrevivência 
da bactéria durante esse ciclo celular. 
A técnica de cross-linking químico/espectrometria de massas fornece 
oportunidades para a modelagem de mapas estruturais detalhados para o estudo funcional dos 
complexos entre proteínas formados em solução. Nos últimos anos protocolos foram 
otimizados e novas ferramentas computacionais para análises confiáveis resultaram em avanços 
significativos para essa nova tecnologia. Esses avanços contribuíram para o aumento do uso 
dessa técnica, a qual está sendo empregada com sucesso para a determinação de complexos 





estrutural sejam melhorados também com a finalidade da integralização desses métodos para o 
estudo de complexos biológicos (Rappsilber, 2011; Tran et al., 2016).  
 
7.9 Cristalização de complexos entre as enzimas Mur 
 
O último ensaio que realizamos para analisar as interações entre as enzimas Mur 
foi a cristalização dos complexos binários realizada na plataforma de cristalização de alto 
rendimento no LNBio, RoboLab. Os cristais foram obtidos em diferentes condições por difusão 
de vapor (sitting drop) a 18 °C. Devido ao tamanho dos cristais não foi possível realizar a coleta 
de dados no  Laboratório Nacional de Luz Síncrotron (LNLS) devido às limitações do tamanho 
do feixe na linha MX2. Além disso, não foi possível a reprodução manual desses cristais através 
do método hanging drop.  
A cristalização de complexos proteína-proteína ainda é um novo campo a ser 
explorado. O número de estruturas de complexos depositadas no PDB ainda é relativamente 
baixo embora a maioria dos processos celulares sejam dependentes dessas interações. A 
estrutura de complexos de proteínas permite não somente a confirmação de uma interação, mas 
também representa informações valiosas para o desenvolvimento de novas drogas (Sergei et 
al., 2006).  
As condições de cristalização de complexos proteína – proteína são ainda mais 
difíceis de serem controladas se comparadas com a cristalização de uma única proteína, pois é 
necessário encontrar uma condição na qual a interação é suficientemente estável. Além disso, 
essa condição precisa ser favorável para as espécies complexadas e desfavorável para as 
proteínas não complexadas. Isso explica o porquê temos poucos dados na literatura das 
estruturas de complexos entre proteínas. 
Por outro lado, existe uma ampla variedade de condições de cristalização na qual 
uma única proteína pode formar cristais, como por exemplo, algumas proteínas cristalizam com 
altas concentrações de sal e precipitantes ou extremos valores de pH. No entanto, para 
complexos entre proteínas essa variedade de condições torna-se limitada uma vez que, altas 
concentrações de sal ou valores de pH extremos podem desestabilizar essas interações. Sergei 
e Radaev et al (2006) observaram que a maioria dos complexos proteína-proteína cristalizaram 





O processo de nucleação é o ponto inicial da cristalização, no qual começam a 
aparecer pequenos cristais que não se dissolvem em solução. Enquanto que altos níveis de 
supersaturação favorecem o processo de nucleação na cristalização, um baixo nível de 
supersaturação é necessário para o crescimento de cristais de boa qualidade. Embora as 
condições que favoreçam a nucleação nem sempre são as mesmas que favorecem o crescimento 
dos cristais. Portanto, a cristalização é o perfeito equilíbrio entre a nucleação e o crescimento 
dos cristais (Garc-Ruiz, 2003). 
O cristal de proteína é constituído basicamente pelas células unitárias dos cristais, 
os quais estão arranjados de forma periódica em três dimensões. A célula unitária contém todas 
as informações estruturais e de simetria do cristal que são necessárias para descrever o cristal 
inteiro e podem ser descritas através dos vetores a, b e c, e atráves dos ângulos formados entre 
os vetores (α, β, γ) (Fig 7.19). 
                                        Figura 7.19. Célula unitária do cristal 
 
 
7.9.1 Ensaios de cristalização dos complexos das enzimas Mur 
 
As proteínas MurC, MurD e MurF com o substrato de cada enzima e AMP-PNP 
assim como os complexos MurC:MurF, MurC:MurD e MurD:MurF foram enviadas à 
plataforma de cristalização HTX –EMBL em Grenoble, França. Foram testados seis diferentes 
kits comerciais de cristalização através do método sitting drop a 18 °C. Após três dias 





única condição com cristais de MurC:MurD (Fig. 7.20). Nenhum cristal foi observado para as 
proteínas separadamente nem para o complexo MurD:MurF após 30 dias.  
 
 
Figura 7.20. Cristais das enzimas Mur com o método sitting drop. (A) Cristal de 
MurC:MurF (1:1) na condição: 0.2 M Tiocianato de potássio, 0.1 M Bis Tris propano pH 6.5, 
20 % (p/v) PEG 3350. (B) Cristal de MurC:MurF (1:1) na condição: 0.2 M Acetato de amônio, 
PEG 3,350 20 % (p/v). (C) Cristal de MurC:MurF (1:1) na condição:  0,2 M Nitrato de amônio, 
PEG 3350 20% (p/v). (D) Cristal de MurC:MurD (1:1) na condição:  0,2 M Tiocianato de 
potássio, 0,1 M Bis Tris propano pH 6.5, PEG 3350 20% (p/v). Os experimentos foram 









A grande maioria das condições nas quais foram observados os cristais continham 
somente sal, tais como, acetato de amônio e nitrato de amônio e o agente precipitante mais 
comum foi PEG 3350. Uma vez obtidos os cristais através da plataforma de cristalização foram 
iniciados os ensaios de otimização manual com placas de 24 poços através do método hanging 
drop (Fig. 7.21).  
 
 
Figura 7.21. Otimização manual dos cristais das enzimas MurC:MurF com o método 
hanging drop. (A) Acetato de amônio 0,2 M e PEG 3350 20%. (B) Acetato de amônio 0,2M e 
PEG 3350 18%. (C) Acetato de amônio 0,2 M e PEG 3350 16%. (D) Nitrato de amônio 0,2M 
e PEG 3350 18%. (E) Nitrato de amônio 0,2 M e PEG 3350 17%. (F) Nitrato de amônio 0,2M 
e PEG 3350 16%. (G) Nitrato de amônio 0,2 M, 0,05M NaCl e PEG 3350 16,1%. (H) Nitrato 
de amônio 0,2M, 0,05 M NaCl e PEG 3350 16.5%. (I) Nitrato de amônio 0,2 M, 0,05 M NaCl 
e PEG 3350 16,8%. 
 
 
Os cristais de MurC:MurF foram congelados com Paratone-N (Hampton), agente 
crio protetor para evitar a formação de anéis de gelo ao redor dos cristais na presença do feixe 





Facility (ESRF) de Grenoble na linha de luz ID30B, equipada com um detector Pilatus de 
microfoco, com o auxílio do Dr. Carlos Contreras-Martel, membro do nosso grupo (Patogênese 
Bacteriana) do Institut de Biologie Structurale (IBS).  
Os potenciais cristais de ‘MurC:MurF’ difrataram a uma resolução de 
aproximadamente 3 Å, o qual consideramos que são resultados promissores tendo em vista que 
este foi o primeiro teste realizado desde as etapas iniciais de purificação, triagens de 
cristalização e otimização dos cristais (Tabela 7.5). 
Os pontos de difração para estes cristais são bem definidos (Fig. 7.22), embora 
tenha sido necessário aumentar a intensidade de transmissão do feixe para 25% com a finalidade 
de obter um padrão de difração. Com o aumento da transmissão do feixe os cristais sofreram 




Figura 7.22. Padrão de difração do potencial cristal de ‘MurC:MurF’ coletado na linha 
de luz ID30B equipada com  detector Pilatus do ESRF- Grenoble, França. (A) Imagem da 
face do detector mostrando os pontos de difração até aproximadamente 3.3 Å.  (B) Imagem 
ampliada da face do detector. É possível observar o padrão de difração de proteínas, além disso, 






Tabela 7.5. Processamento final dos dados com XDS 
 
A partir da análise dos dados com o programa XDS podemos observar que: 
 A completeza dos dados é maior do que 90% a baixa resolução, contudo esse valor 
decresce para 71% com uma resolução de aproximadamente 3 Å. A completeza total 
dos dados é de 83%, pois o cristal sofreu devido à problemas de radiação. No entanto, 
este valor de completeza é suficiente para os testes de substituição molecular e, além 
disso, outros dados já foram coletados com a finalidade de melhorar nossos índices de 
completeza. 
 
  O valor de I/sigma para a resolução de 3 Å é de 3.4. Este valor está acima do mínimo 
recomendado (2.0), o qual indica que a qualidade dos dados coletados é razoável. 
 
 
  O R-factor está relativamente alto, com valor de 27% (total), porém com o uso do 
programa de substituição molecular “Phaser” é possível manter os valores de I/Sigma 
acima de 2.0 para as análises dos dados. 
 
Os cristais de MurC:MurF possuem alta simetria, pois pertencem ao grupo espacial 
P6(2)22, ou seja apresentam simetria hexagonal. Isto significa que a estratégia de coleta para 
os próximos cristais pode ser alterada, pois para esse grupo somente é necessária a coleta de 
30º ao invés da coleta de 360° realizada para cristais com baixa simetria como por exemplo o 





Por outro lado, um fato interessante que distingue os cristais de ‘MurC:MurF’ dos 
outros cristais das enzimas Mur individuais é o tamanho da célula unitária. Os cristais de 
‘MurC:MurF’ apresentam dimensões celulares de a=162.32 b=162.32 e c=347.5 (Å) nos 
ângulos α=90, β= 90, γ= 120 o qual representa o dobro do tamanho das enzimas Mur individuais 
depositadas no PDB. No entanto, são necessárias mais análises que permitam concluir se o 
cristal é formado pelas proteínas MurC e MurF ou somente por umas das proteínas individuais.  
Como existem muitas estruturas publicadas das enzimas Mur foi possível proceder 
à substituição molecular. O primeiro passo para iniciar a substituição molecular é encontrar 
uma estrutura cristalográfica com no mínimo 30% de similaridade em relação a nova estrutura 
a ser resolvida, posteriormente é necessário localizar e orientar o modelo dentro da célula 
unitária do cristal da estrutura desconhecida a fim de correlacionar os dados do modelo com os 
dados experimentais. Os programas de substituição molecular, como por exemplo o programa 
Phaser usa algoritmos baseados na máxima semelhança entre os modelos.  
As enzimas Mur podem se apresentar em diferentes conformações dependendo da 
presença ou ausência do substrato e ATP. Neste caso dos ligantes estarem presentes, ocorre 
uma rotação do domínio C-terminal e a molécula torna-se mais compacta, porém na sua 
ausência a proteína está completamente aberta, ou seja, os domínios N- e C-terminal estão 
completamente afastados (Perdih et al., 2007).  
Teoricamente, os cristais ‘MurC:MurF’ deveriam estar em uma conformação mais 
fechada, pois foram previamente incubados com o substrato de cada enzima e AMP-PNP. Deste 
modo, um teste de substituição molecular foi realizado com o modelo da enzima MurF de S. 
pneumoniae (código PDB 3ZM5) que se apresenta na conformação fechada. Como não há 
estrutura de MurC de S. pneumoniae, foi necessário utilizar as estruturas de MurC de outras 
espécies depositadas no PDB.  
No entanto, não é possível afirmar que MurC e MurF no cristal se apresentam na 
conformação fechada, pois podem haver conformações intermediárias que também são 
cristalizáveis como relatado por Šink et al., (2016) que mostraram pela primeira vez que a 
enzima MurD mesmo na ausência de ligantes não está completamente aberta. Este fato foi 
quantificado pela determinação dos valores de RMSD (do inglês “Root Mean Square 





Atualmente, nossos dados de substituição molecular estão sendo processados no 
IBS pelo cristalógrafo do nosso grupo Dr. Carlos Contreras-Martel. Para isto, estão sendo 
utilizadas diferentes estratégias, tais como o processamento de seis moléculas de MurC/MurF 
ou três moléculas de MurC e três de MurF. Além disso, também está sendo processado somente 
os domínios mais conservados de cada Mur, ou seja, domínios 1 e 2, já que o domínio C-
terminal pode se apresentar em diferentes conformações estruturais. 
 
Por outro lado, está sendo realizado o refinamento manual dos cristais em placas de 
24 poços utilizando diferentes estratégias, tais como: 
 Variação da concentração da proteína.  Uma vez que a nucleação desses cristais é muito 
rápida e isso promove a formação de poli-cristais extremamente pequenos.  
 
 Mudanças na temperatura de cristalização.  Estão sendo testadas três diferentes 4, 14 e 
18 °C com a finalidade de produzir cristais únicos e maiores. 
 
 Macro-seeding. Esta técnica está sendo empregada a fim de diminuir a nucleação e 
formar cristais únicos a partir de um cristal de boa qualidade.  
 
No caso destes cristais em análise realmente pertencerem ao complexo entre as 
enzimas MurC e MurF permitirá o avanço na compreensão de como estas proteínas atuam no 
momento da biossíntese do peptideoglicano e será possível esclarecer quais são as interações 
pelas quais os complexos são formados. Deste modo, ensaios de mutação sítio dirigida podem 












8. CONCLUSÃO  
 
 
As Enzimas Mur juntamente com MraY e MurG participam da mesma via 
metabólica essencial para a sobrevivência da célula bacteriana, a qual conduz à formação do 
lipídeo II, unidade formadora do peptideoglicano. Embora existam muitos trabalhos que 
descrevam a função das proteínas nas células, como já foi descrito anteriormente, pouco se sabe 
sobre a organização espaço-temporal destas enzimas que coordenam os processos de elongação 
e divisão celular.  
 
A formação de um mega-complexo formado entre os oligômeros das enzimas Mur 
em associação com MurG e possivelmente com MraY, pode indicar que esta rede de interações 
oferece vantagens em termos de eficiência celular, uma vez que auxiliaria na dinâmica do 
processo de síntese garantindo que o ciclo celular se mantenha funcional. Este trabalho permitiu 
a caracterização de um potencial mega-complexo formado por diferentes enzimas (Fig. 8.1) e 
além disso, permitirá a abertura de um novo caminho para a compreensão deste sistema 
complexo. 
 
O estudo com a proteína integral de membrana MraY fusionada à Mistic nos 
permitiu concluir que a proteína pode ser produzida em grandes quantidades no sistema de 
expressão de E. coli, bem como ser purificada satisfatoriamente e mantida solúvel com o uso 
do detergente DDM. Além disso, estudos com o operon murF-mraY de Thermotoga maritima 
mostraram que possivelmente estas proteínas possam interagir, embora sejam necessários 
experimentos que confirmem nossa hipótese. 
 
A partir das diversas análises biofísicas que foram realizadas ao decorrer deste 
trabalho, com realizadas com as enzimas Mur e a proteína MurG observamos pela primeira vez 
que: 
 
 As enzimas Mur são capazes de formar oligômeros que são dependentes da 
concentração de proteína em solução, os quais estão altamentes relacionados com a 






 A proteína MurG tem a capacidade de se auto-associar para formar grandes oligômeros 
solúveis, os quais são dependentes da concentração de detergente na solução. Isto pode 
ser considerado um processo dinâmico para a montagem do mega-complexo entre o 
citoplasma e a membrana celular; 
 
 
Figura 8.1. Modelo esquemático das interações entre as enzimas Mur. Cada linha 
representa diferentes ensaios que foram realizados para as análises dos complexos das proteínas 
mur. As linhas azuis representam as interações que foram observadas através da técnica de 
ultracentrifugação analítica pelo método de velocidade (AUC). As linhas verdes inteiras 
representam as interações através do ensaio de termoforese em micro-escala (MST); as linhas 
verdes inteiras mostram interações na ordem de nM, enquanto que as linhas verdes tracejadas 
representam interações na ordem de µM. E as linhas vermelhas representam as interações das 
enzimas Mur que foram observadas nos ensaios de cross-linking químico com DSS acoplado 
ao ensaio de espectrometria de massas. 
 
 
Os resultados apresentados neste trabalho certamente irão auxiliar na compreensão 
de como ocorrem as interações em diferentes etapas da formação do peptideoglicano, tendo em 
vista que MurC-MurF estão localizadas no citoplasma e participam nos primeiros passos de 
formação da parede celular, enquanto que MurG está anexada à membrana citoplasmática e está 
envolvida nos passos finais de formação do peptideoglicano na membrana.  
 
Além disso, os resultados apresentados fornecem novas informações sobre a 





complexo para o primeiro estágio de síntese do peptideoglicano no citoplasma. Por fim, esse 
estudo suporta a hipótese de que processos celulares não devem ser encarados como vias 
independentes, mas como maquinarias que executam funções através de multi-complexos 
altamente coordenados, e deste modo, permite-se novas possibilidades para o desenvolvimento 
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